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bp   Basenpaare  
DNA  Desoxyribonukleinsäure   
et. al  und andere 
kb   Kilobasen 
Mbp  Mega-Basenpaare 
PCR   Polymerasekettenreaktion (polymerase chain reaction) 
RNA  Ribonukleinsäure 
tRNA  Transfer-RNA 
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1.1 Synthetische Biologie 
Die Synthetische Biologie befasst sich mit dem Ziel, biologische Systeme mit neuen Eigenschaften zu 
konstruieren sowie komplexe biologische Systeme zu vereinfachen. Um diese Ziele zu erreichen, 
können mit den Ansätzen der Synthetischen Biologie Proteine, Zellen und Organismen gezielt 
entworfen werden. Neue Eigenschaften beschreiben unter anderem die Produktion biologisch 
relevanter Wirkstoffe durch Modulierung von Stoffwechselwegen, wie die heterologe Herstellung von 
Artemisinin - ein Antimalaria Medikament - in der Hefe oder die Produktion von Biodiesel und Benzin 
in Escherichia coli (Choi and Lee, 2013; Paddon et al., 2013; Steen et al., 2010). Neue oder verbesserte 
Aktivitäten von Proteinen können durch die Erweiterung des genetischen Codes erzielt werden. 
Seltene oder unbenutzte Codons können für den Einbau von nicht-natürlichen Aminosäuren genutzt 
werden, um Designerproteine mit neuen Eigenschaften zu generieren (Liu and Schultz, 2010). Mit Hilfe 
dieses Ansatzes konnten bereits medizinische Therapeutika wie Antikörper und Antikoagulanzien 
hergestellt werden (Grunewald et al., 2009; Liu and Schultz, 2006). Ein großer Durchbruch gelang der 
Synthetischen Biologie mit der Herstellung synthetischer Chromosomen. Venter et al. generierten mit 
Hilfe neuer DNA-Assemblierungsmethoden das synthetische Genom von Mycoplasma mycoides und 
transplantierten es in Mycoplasma capricolum (Gibson et al., 2008a; Gibson et al., 2008b; Gibson et 
al., 2010). So ergaben sich lebensfähige Zellen, die durch das synthetische Chromosom kontrolliert 
wurden (Gibson et al., 2010). Die Herstellung eines synthetischen Chromosoms der Hefe konnte 
ebenfalls erfolgreich bewerkstelligt werden (Annaluru et al., 2014). Synthetische Chromosomen bieten 
deŶ Voƌteil, dass sie fƌei eŶtǁoƌfeŶ uŶd ŶaĐh deŵ „ďottom-up“-Prinzip erweitert werden können. 
Alternativ besteht die Möglichkeit native Chromosomen gezielt zu verändern. Genom-
Rekonstruktionen können den Umbau von zirkulären Chromosomen in lineare beinhalten oder aber 
das Unterteilen des Chromosoms in kleinere Untereinheiten (Cui et al., 2007; Itaya and Tanaka, 1997). 
So bieten kleine Einheiten den Vorteil, dass sie aufgrund ihrer Größe besser genetisch manipulierbar 
sind (Schindler and Waldminghaus, 2015). Die Reduktion eines Genoms kann ebenfalls als Ansatz 
verwendet werden, um komplexe Systeme zu vereinfachen (Hutchison et al., 2016). Allen 








1.2 DNA-Replikation in Escherichia coli 
Die DNA-Replikation bezeichnet den essentiellen Prozess der Duplikation der genetischen Information 
einer Zelle vor der Zellteilung. Somit kann an jede Tochterzelle ein Chromosom vererbt werden. Findet 
dieser Prozess nicht statt, erhält die Tochterzelle kein Chromosom, was zum Absterben dieser Zelle 
führt. Es ist wichtig, dass das Chromosom reguliert repliziert wird, also nur einmal pro Zellzyklus (Boye 
et al., 2000). E. coli, ein gramnegatives γ-Proteobakterium, enthält die genetische Information auf 
einem einzigen, zirkulär-organisierten Chromosom mit einer Größe von 4.6 Mbp (Blattner et al., 1997). 
Die DNA-Replikation startet an einem definierten Punkt auf dem Chromosom, dem sogenannten 
Replikationsursprung, oriC (origin of replication). Vermittelt wird die DNA-Replikation durch das in 
Bakterien hochkonservierte Initiatorprotein DnaA, welches an spezifische Sequenzmotive innerhalb 
des oriC, den DnaA-Boxen, bindet (Fuller et al., 1984; Messer, 2002; Ozaki and Katayama, 2009). Das 
beschriebene Protein führt zum Aufbrechen der Wasserstoffbrückenbindungen zwischen den 
Basenpaaren in der AT-reichen Region innerhalb des oriC und somit zum Aufschmelzen der DNA. DnaA 
sorgt auch für das Rekrutieren replikationsspezifischer Proteine (Kaguni, 1997; Langer et al., 1996; 
Skarstad and Boye, 1994). Die eigentliche DNA-Replikation wird vom Replisom, einem 
Multiproteinkomplex, an einer Y-geformten Replikationsgabel ausgeführt. Die Schlüsselenzyme dieses 
Komplexes umfassen bei E. coli die Helikase DnaB, die Primase DnaG und das Polymerase III 
Holoenzym, Pol III (McHenry, 2011; O'Donnell, 2006). Von oriC aus verläuft die DNA-Replikation 
bidirektional (Bird et al., 1972). Die Replisomen laufen dabei in entgegengesetzte Richtungen und 
treffen erst wieder in der Terminations-Domäne (ter) aufeinander, nachdem sie jeweils die Hälfte des 
Chromosoms repliziert haben (Hill et al., 1987). Dort wird die DNA-Replikation beendet, wobei die 
Replisomen durch den Tus-ter-Komplex in ihrem Fortlaufen gehindert werden (Duggin et al., 2008). Als 
Folge disassemblieren die Replisomen und ermöglichen so die Segregation der beiden Chromosomen 
auf die Tochterzellen. Welche Charakteristika eines Replikationsursprungs für eine erfolgreiche 
Initiation der DNA-Replikation benötigt werden beschreibt Kapitel 1.2.1. 
 
1.2.1 Der Replikationsursprung von Escherichia coli: oriC 
Seit ungefähr 39 Jahren ist bekannt, dass sich der Replikationsursprung von E. coli, oriC, bei 84.3 min 
auf der Genomkarte befindet (Marsh and Worcel, 1977). Um die Sequenz von oriC genauer 
einzugrenzen, wurden sogenannte oriC-basierte Minichromosomen verwendet (Hiraga, 1976; Yasuda 
and Hirota, 1977). Dabei handelt es sich um Replikons mit oriC als Replikationsursprung, die autonom 
in der Zelle replizieren (Lobner-Olesen et al., 1987; Messer et al., 1978). Sie können auch als sekundäre 
Chromosomen bezeichnet werden, weil sie einen chromosomalen Replikationsursprung enthalten und 
in E. coli zusätzlich zum primären Chromosom eingebracht werden (Schindler and Waldminghaus, 
2015). Durch das Einfügen von variablen oriC-Sequenzen auf dem Minichromosom konnte die 




minimale Sequenz, die ein Replikon zur erfolgreichen DNA-Replikation in vivo befähigt, zunächst auf 
422 bp und später auf 232-246 bp eingegrenzt werden (Sugimoto et al., 1979; Tabata et al., 1983; von 
Meyenburg et al., 1979). Eine Übersicht der oriC-Sequenz wird in Abbildung 1 dargestellt. In Abschnitt 
1.2 wurde bereits deutlich, dass der Replikationsursprung von E. coli unter anderem eine AT-reiche 
Region und Bindestellen für das Initiatorprotein DnaA aufweisen muss. DnaA bindet eine 
asymmetrische, 9 bp bzw. 6 bp lange Konsensussequenz, die als DnaA-Box bezeichnet wird (Fuller et 
al., 1984; Schaper and Messer, 1995). DnaA bindet ATP sowie ADP (Sekimizu et al., 1987). Aufgrund 
der Bindeaffinität wird bei den DnaA-Boxen zwischen starken und schwachen Boxen differenziert: 
Starke Boxen werden von DnaAATP und DnaAADP gleichermaßen gebunden (Fuller et al., 1984). 
Schwache Boxen hingegen werden nur von DnaAATP erkannt (Rozgaja et al., 2011). In der Sequenz von 
oriC sind insgesamt zehn DnaA-Boxen (R1 - R10) zu finden (Skarstad and Katayama, 2013). Nur drei 
davon, R1, R2 und R4, sind starke Boxen (Kawakami and Katayama, 2010; McGarry et al., 2004; Rozgaja 
et al., 2011). Zusätzlich enthält oriC Bindestellen für DNA strukturverändernde Proteine 
(histonähnliche Proteine), wie dem IHF (Integration Host Factor) und dem FIS Protein (Factor for 
Inversion Stimulation) (Grimwade et al., 2000; Roth et al., 1994). Die Bindung beider Proteine führt zu 
einer Konformationsänderung der DNA, wodurch das Aufschmelzen der DNA und einhergehend die 
Assemblierung des Replisoms begünstigt wird (Gille et al., 1991; Polaczek, 1990). Die oriC-Sequenz wird 
von zwei hochkonservierten Genen, gidA und mioC, flankiert. gidA, auch bekannt als mnmG, kodiert 
für ein Protein, welches in der Modifikation von tRNAs involviert ist (Bregeon et al., 2001; Moukadiri 
et al., 2009). Der gidA-Promotor befindet sich neben der AT-reichen Region, sodass die Transkription 
von gidA nicht innerhalb der oriC-Sequenz stattfindet (siehe Abb. 1) (Kolling et al., 1988). mioC kodiert 
für ein Protein, dessen biologische Funktion noch nicht genau identifiziert werden konnte (Lies et al., 
2015). 
 
Abbildung 1: Der Replikationsursprung oriC und seine flankierenden Bereiche. Die DNA-Elemente der 
oriC-Region sind wie folgt dargestellt: Blaue Dreiecke, 13-mer in AT-reicher Region; rote Rechtecke, 9 
bp DnaA-Boxen; graue Rechtecke, 6 bp DnaA-Boxen. Starke DnaA-Boxen sind mit einem Stern 
gekennzeichnet. Bindestellen für IHF und FIS sind gelb bzw. orange markiert. Flankierende Gene sind 
in grün dargestellt. Die Längen der verschiedenen oriC-Fragmente sind indiziert (Sugimoto et al., 1979; 
Tabata et al., 1983; von Meyenburg et al., 1979).  




Jedoch konnten zwei DnaA-Boxen innerhalb der Promotorregion von mioC gefunden werden (Hansen 
et al., 2006). Zudem endet die Transkription von mioC innerhalb der oriC-Sequenz (Hansen et al., 2007; 
Messer and Weigel, 1997). oriC-basierte Minichromosomen werden seit längerer Zeit verwendet, um 
die Initiation der DNA-Replikation genauer zu analysieren (Leonard and Helmstetter, 1986; Lobner-
Olesen et al., 1987). Die Attraktivität dieses Ansatzes kann darauf zurückgeführt werden, dass ein oriC-
basiertes Minichromosom ähnliche Eigenschaften für die DNA-Replikationsinitiation mit dem primären 
Chromosom teilt; (i) die DNA-Replikation verläuft in beiden Fällen bidirektional ab (Messer and Weigel, 
1996) und (ii) beide benötigen die Transkription und eine de novo Proteinsynthese (Messer and Weigel, 
1996). Dennoch konnten signifikante Unterschiede zwischen der Regulation der Initiation der DNA-
Replikation auf einem Minichromosom und dem nativen Chromosom gefunden werden (Asai et al., 
1998). Die Aktivität von oriC auf Minichromosomen kann durch benachbarte Gene auf dem jeweiligen 
Replikon oder durch die Länge der verwendeten oriC-Sequenz beeinflusst werden (Asai et al., 1998). 
Wird die DnaA-Box R4 (Abb. 1) aus der oriC-Region ausgeschlossen, ist ein Minichromosom im 
Gegensatz zum Chromosom, nicht mehr in der Lage zu replizieren (Woelker and Messer, 1993). Ein 
primäres Chromosom mit einer mutierten DnaA-Box R4 zeigt lediglich ein asynchrones 
Initiationsverhalten (Bates et al., 1995). Ein ähnliches Bild ergibt sich bei der näheren Analyse von IHF 
und FIS. Mutationen, die das Binden von IHF und FIS an ihre Bindestellen verhindern, führen dazu, dass 
Minichromosomen nicht mehr in der Lage sind zu replizieren, wohingegen sich der Effekt bei primären 
Chromosomen auf die asynchrone Initiation der DNA-Replikation beschränkt (Filutowicz et al., 1992; 
Kano et al., 1991). Für die Genprodukte der flankierenden Bereiche von oriC, MioC und GidA, konnte 
keine essentielle Funktion nachgewiesen werden (Leonard and Helmstetter, 1986; Tanaka and Hiraga, 
1985). Trotzdem konnte für Minichromosomen gezeigt werden, dass, auch wenn die Transkription 
dieser Gene nicht essentiell ist, durch Anwesenheit von mioC in direkter Nachbarschaft zu oriC die 
Kopienzahl und somit auch die Stabilität der Minichromosomen erhöht wird (Bates et al., 1997; 
Lobner-Olesen and Boye, 1992). Es wird angenommen, dass die Transkription von gidA und mioC 
maßgeblich die Struktur des Replikationsursprungs verändert und diese Veränderung auf 
Minichromosomen einen höheren Einfluss hat (Asai et al., 1998). Zusammengenommen zeigen die 
Studien, dass die Anforderungen von oriC deutlich voneinander abweichen, wenn es darum geht die 
DNA-Replikation eines primären Chromosoms oder die eines Minichromosoms zu initiieren. Ob oriC 
einen geeigneten Replikationsursprung für sekundäre Chromosomen darstellt, wird im folgenden 
Kapitel erläutert.  




1.3 Eignen sich ektopische oriC als Grundlage für sekundäre Chromosomen in 
Escherichia coli? 
Umstrukturierungen des Genoms können dafür sorgen, dass es für genetische Manipulationen besser 
zugänglich ist (Schindler and Waldminghaus, 2015). So war es bereits möglich einen E. coli Stamm 
herzustellen, der statt eines zirkulären Chromosoms ein lineares Chromosom stabil prozessiert (Cui et 
al., 2007). Des Weiteren konnte das E. coli Chromosom in zwei lineare Chromosomen unterteilt 
werden, die stabil weitervererbt werden (Liang et al., 2013). Für das Unterteilen von einem 
Chromosom in mehrere Untereinheiten, das sogenannte „GeŶoŵe-splitting“, ist es esseŶtiell, dass 
diese stabil von einem Replikationsursprung repliziert werden können. So könnte zunächst ein 
ektopischer Replikationsursprung, also ein zweiter oriC zusätzlich zum nativen oriC, auf dem 
Chromosom inseriert werden. Es konnte gezeigt werden, dass E. coli einen zweiten oriC innerhalb des 
Chromosoms toleriert und dass dieser ektopische oriC, oriZ genannt, in der Lage, ist als alleiniger 
Replikationsursprung auf dem E. coli Chromosom zu fungieren (Ivanova et al., 2015; Wang et al., 2011). 
OriZ, enthält nicht nur die Sequenz von oriC, sondern mit 1172 bp bzw. 5160 bp auch die flankierenden 
Bereiche gidA und mioC (Wang et al., 2011). Grundlegend ist jedoch zu beachten, dass zwei oriC-
basierte Chromosomen innerhalb einer Zelle immer miteinander konkurrieren werden. Dies kann dazu 
führen, dass das sekundäre Chromosom nicht stabil an Tochtergenerationen weitervererbt wird oder 
aber, dass es über die oriC-Sequenz in das primäre Chromosom integriert (Lobner-Olesen, 1999; 
Messerschmidt et al., 2015). Deshalb ist es notwendig einen anderen, kompatiblen 
Replikationsursprung zu finden, mit dem es möglich ist ein sekundäres Chromosom herzustellen und 
stabil aufrecht zu erhalten. Vibrio cholerae enthält ein natives, sekundäres Chromosom und bietet so 
eine sehr gute Vorlage für das Design sekundärer Chromosomen.  
 
1.4 Der Modellorganismus Vibrio cholerae: Ein Bakterium mit zwei Chromosomen 
Die meisten Prokaryoten tragen ihre genetischen Informationen auf nur einem einzigen, zirkulären 
Chromosom (Ochman, 2002; Wang et al., 2013). Im Gegensatz dazu gibt es jedoch einige Bakterien, in 
denen das Erbgut auf multiple Chromosomen verteilt ist (Egan et al., 2005; Jha et al., 2012). Ein 
Modellorganismus der Gruppe der multi-chromosomalen Bakterien ist das humanpathogene, γ-
Proteobakterium V. cholerae, welches Auslöser der schweren Infektionskrankheit Cholera ist 
(Ansaruzzaman et al., 2004; Mohapatra et al., 2007). V. cholerae enthält zwei unterschiedlich große 
Chromosomen: Chromosom I mit 2,96 Mbp und Chromosom II mit 1,07 Mbp (Heidelberg et al., 2000; 
Trucksis et al., 1998). Chromosom I wird auch als primäres Chromosom bezeichnet. Der 
Replikationsursprung von Chromosom I, oriI, gleicht oriC aus E. coli und wird von dem 
hochkonservierten Protein DnaA initiiert (Duigou et al., 2006; Egan and Waldor, 2003). Der 
Replikationsursprung von Chromosom II, oriII, ähnelt aufgrund vieler Sequenzwiederholungen, die 




auch als Iterone bezeichnet werden, stark der Replikationssequenz von Plasmiden (Egan and Waldor, 
2003). Deshalb wurde postuliert, dass Chromosom II ursprünglich als Plasmid in V. cholerae eingeführt 
wurde und sich mit der Zeit angepasst hat (Jha et al., 2012; Venkova-Canova and Chattoraj, 2011). 
Chromosom II enthält essentielle Gene und repliziert zu einem bestimmten Zeitpunkt während des 
Zellzyklus, womit es zwei charakteristische Merkmale eines Chromosoms aufweist (Egan et al., 2004; 
Heidelberg et al., 2000; Rasmussen et al., 2007). Hingegen replizieren Plasmide laut Definition 
unabhängig vom Zellzyklus und weisen keine essentiellen Gene auf (del Solar et al., 1998; Harrison et 
al., 2010; Nordstrom and Dasgupta, 2006). Deshalb wird Chromosom II in V. cholerae als Chromosom 
bezeichnet. Die Initiation der DNA-Replikation an oriII wird von dem Initiatorprotein RctB reguliert, 
welches für die Gattung der Vibrionaceae einzigartig ist (Duigou et al., 2006; Egan and Waldor, 2003). 
Zudem kodieren beide Chromosomen für Orthologe von Plasmid-Partitionierungssystemen 
(Heidelberg et al., 2000). Diese beinhalten die Segregationsproteine ParA1/B1 für Chromosom I und 
ParA2/B2 für Chromosom II (Yamaichi et al., 2007a; Yamaichi et al., 2007b). Wie die Regulation der 
DNA-Replikation der beiden Chromosomen innerhalb einer Zelle abläuft, war lange Zeit Gegenstand 
der Forschung und lieferte kontroverse Ergebnisse (Egan et al., 2004; Rasmussen et al., 2007; Stokke 
et al., 2011). Methoden, die für die Analyse von Bakterien mit einem einzigen Chromosom eingesetzt 
wurden, stellten sich bei V. cholerae als nicht anwendbar dar. So wurde zunächst postuliert, dass beide 
Chromosomen gleichzeitig mit der DNA-Replikation beginnen, was als Initiationssynchronie bezeichnet 
wurde (Abb. 2 A) (Egan et al., 2004). 2007 wurde diese These durch Rasmussen et al. wiederlegt 
(Rasmussen et al., 2007). Durch eine kombinatorische Analyse aus Durchflusszytometrie, Marker-
Frequenzanalysen und einer Computer-basierten Simulation der DNA-Replikation in V. cholerae 
konnten sie ableiten, dass zunächst Chromosom I und später im Zellzyklus auch Chromosom II mit der 
DNA-Replikation beginnt. Dieses Modell wird als Terminationssynchronie bezeichnet (Abb. 2 B) 
(Rasmussen et al., 2007; Stokke et al., 2011) und wird weiterhin durch die Erkenntnis untermauert, 
dass Chromosom II nach ca. 2/3 der DNA-Replikation von Chromosom I startet (Stokke et al., 2011; Val 
et al., 2016). Eine neue Studie konnte zeigen, dass die zeitliche Koordinierung der DNA-Replikation von 
Chromosom II von einer kurzen, intergenischen Sequenz auf Chromosom I abhängig ist (Val et al., 
2016). Diese ist eine 150 bp lange Sequenz und wird als crts-Sequenz (Chromosome II replication 
triggering site) bezeichnet (Val et al., 2016). Es wird vermutet, dass die Verdopplung der crts-Sequenz 
das Initiatorprotein RctB aktiviert und so die DNA-Replikation an oriII auslöst. Des Weiteren konnte in 
dieser Studie mittels 3C-Analysen (chromosome conformation capture) ein physikalischer Kontakt 
zwischen Chromosom I und Chromosom II ausgemacht werden, was auf eine mechanische, 
funktionelle Interaktion der beiden Chromosomen hinweisen könnte (Val et al., 2016). 
 




 Abbildung 2: Hypothesen zur Regulation der DNA-Replikation der beiden Chromosomen in 
V. cholerae. Der Verlauf der DNA-Replikation von Chromosom I und II wird schematisch dargestellt. 
Pfeile indizieren den Verlauf des Zellzyklus. A Initiationssynchronie. Beide Chromosomen starten zum 
gleichen Zeitpunkt innerhalb des Zellzyklus mit der DNA-Replikation. Chromosom II beendet die DNA-
Replikation vor Chromosom I. B Terminationssynchronie. Chromosom I startet zuerst mit der DNA-
Replikation. Chromosom II startet im späteren Verlauf im Zellzyklus mit der DNA-Replikation. Die 
Termination der DNA-Replikation beider Chromosomen findet gleichzeitig statt.  
Diese einzigartige Kommunikation zwischen den beiden Chromosomen wird auch als eine Art 
bakterieller Zellzyklus „Checkpoint“ in V. cholerae bezeichnet (Val et al., 2016). Anhand der 
aufgeführten Studien zur Analyse der DNA-Replikation in V. cholerae wird deutlich, dass die zur 
Verfügung stehenden Methoden nicht hinreichend genutzt werden können, um die Chromosomen 
multi-chromosomaler Bakterien unabhängig voneinander zu analysieren.  
 
1.5 oriII: Ein prädestinierter Replikationsursprung für sekundäre Chromosomen in 
Escherichia coli 
Sekundäre Chromosomen (vergl. Kapitel 1.2.1) können genutzt werden, um grundsätzliche Fragen 
bezüglich der Charakteristika natürlicher, bakterieller Chromosomen zu beantworten. Mutationen des 
primären Chromosoms müssen zwingend lebensfähig sein um sie untersuchen zu können. Sekundäre 
Chromosomen hingegen können manipuliert und analysiert werden, ohne dass die Wirtszelle darunter 
leidet (Schindler and Waldminghaus, 2015). Sekundäre Chromosomen können ebenfalls genutzt 
werden um Genome umzustrukturieren. Aus einem großen Chromosom könnten mehrere kleine 
Untereinheiten generiert werden, die so besser genetisch manipulierbar sind. So war es für E. coli 




bereits möglich, einen Stamm zu generieren, der statt eines großen, zirkulären Chromosoms zwei 
kleinere, lineare Chromosomen prozessiert (Liang et al., 2013). Um grundsätzliche Fragen zur 
Chromosomenbiologie mit sekundären Chromosomen zu klären, ist es essentiell, dass sich diese auch 
wie Chromosomen verhalten. Ein sehr wichtiges Charakteristikum eines Chromosoms ist, dass es nur 
einmal zu einem bestimmten Zeitpunkt im Zellzyklus repliziert (Boye et al., 2000). Deshalb ist bei dem 
Design sekundärer Chromosomen zu beachten, dass ein Replikationsursprung gewählt wird, der dieses 
Kriterium erfüllt. Chromosom II von V. cholerae stellt ein natives Modell dar, um sekundäre 
Chromosomen in andere Organismen zu generieren. Der Replikationsursprung von Chromosom II, oriII, 
ist in der Lage, erfolgreich in dem heterologen Wirtsorganismus E. coli zu replizieren (Egan and Waldor, 
2003; Liang et al., 2013; Messerschmidt et al., 2015). Dies konnte anhand von oriII-basierten Replikons 
festgestellt werden (Egan and Waldor, 2003). Mit Hilfe dieses Modells konnte ferner definiert werden, 
welche Faktoren für eine erfolgreiche DNA-Replikation von oriII in E. coli notwendig sind. Neben der 
Sequenz von oriII benötigt es dazu das Initiatorprotein RctB, welches nicht in E. coli vorhanden ist. Des 
Weiteren werden die Gene parAB2 für eine stabile Vererbung von oriII-basierten Replikons benötigt 
(Egan and Waldor, 2003; Yamaichi et al., 2007a). Messerschmidt et al. konnten ein oriII-basiertes 
synthetisches Chromosom, synVicII, mit den genannten Faktoren in E. coli konstruieren 
(Messerschmidt et al., 2015). Analysen zum Initiationszeitpunkt von synVicII in E. coli suggerieren, 
unter der Annahme, dass das Replikon Zellzyklus-spezifisch repliziert, dass es nach ca. 53% der DNA-
Replikation des primären Chromosoms mit der DNA-Replikation starten könnte (Messerschmidt et al., 
2015). Für das native, sekundäre Chromosom in V. cholerae konnte gezeigt werden, dass es nach 54-
66% der DNA-Replikation des primären Chromosoms initiiert (Stokke et al., 2011). Eine weitere, 
wichtige Eigenschaft eines Chromosoms, nämlich die stabile Vererbung an die Tochtergenerationen, 
konnte auch für synVicII festgestellt werden. Im direkten Vergleich dazu zeigte ein oriC-basiertes 
Replikon eine geringere Stabilität (Messerschmidt et al., 2015). Aufgrund der unterschiedlichen 
Initiatorproteine von oriC und oriII-basierten Replikons sollte es nicht zu einer konkurrierenden 
Situation in E. coli kommen. oriII bietet somit ideale Voraussetzungen, um als Replikationsursprung 
von synthetischen, sekundären Chromosomen in E. coli zu fungieren. Wie die DNA-Replikation 
sekundärer Chromosomen untersucht werden könnte, wird im nächsten Kapitel aufgezeigt.  
 
1.6 Die Kopienzahl eines genetischen Lokus auf Einzelzellniveau als Reporter für die DNA-
Replikation 
Seitdem wir technisch in der Lage sind das humane Genom zu sequenzieren, wird deutlich, dass die 
Genomsequenz zwischen den Menschen stärker variiert, als bisher angenommen (Beckmann et al., 
2007). Die Kopienzahlvariation (CNV), die nach dem bisherigen Erkenntnisstand 10% des humanen 
Genoms umfasst, spielt dabei eine wichtige Rolle (Shlien and Malkin, 2009). Als CNV wird ein DNA 




Segment von 1 kb oder mehr beschrieben, das in variabler Kopienzahl im Vergleich zu einem 
Referenzgenom vorkommt (Feuk et al., 2006). CNVs können einfache Duplikationen oder auch 
Deletionen beinhalten. Sie können dazu genutzt werden Individuen voneinander zu differenzieren und 
werden beim Menschen auch mit zahlreichen Erkrankungen wie beispielsweise Schizophrenie oder 
Krebs in Verbindung gebracht (Redon et al., 2006; Sebat et al., 2004). CNVs haben somit einen hohen 
Stellenwert was die Prädisposition, die genetisch bedingte Ausbildung von Krankheiten, angeht und 
werden meist anhand von Microarray-basierter komparativer genomischer Hybridisierung (CGH) oder 
Genomsequenzierung identifiziert (Mills et al., 2011; Pollack et al., 1999). Neben diesen CNVs kann die 
Kopienzahl eines Gens innerhalb der gesamten Zelle auch Aufschluss über den Status der DNA-
Replikation geben. Während der DNA-Replikation wird das gesamte Chromosom dupliziert. Vor der 
DNA-Replikation liegt ein Genloki in einfacher Kopie und nach der Replikation in doppelter Kopienzahl 
in der Zelle vor (Abb. 3). Auf Grundlage dieser Annahme kann die DNA-Replikation anhand der 
Kopienzahl der Gene auf dem Chromosom verfolgt werden. 
So ist die Kopienzahlbestimmung ein interessanter Ansatz für die Analyse von Pro- als auch Eukaryoten. 
Anhand eines multi-chromosomalen Bakteriums wird in Abbildung 3 dargestellt, wie der Status der 
DNA-Replikation anhand der Kopienzahl von definierten Genloki und der Anzahl an Replisomen 
verfolgt werden kann. Eine Methode um den Replikationsstatus einer Zelle genauer zu 
charakterisieren, ist die Bestimmung des Kopienzahlverhältnis von Replikationsursprung zu 
Terminationsregion (Bremer and Churchward, 1977; Stokke et al., 2011). Bei einem Verhältnis von 1 
liegen beide Regionen in gleicher Kopienzahl vor (Abb. 3 A). Somit wurde je nach Zellstadium die DNA-
Replikation noch nicht gestartet oder bereits beendet. Ist das Verhältnis größer als 1, liegt der 
Replikationsursprung in höherer Kopienzahl vor als die Terminusregion und wurde deshalb bereits 
repliziert (Abb. 3 B + C). Mittels quantitativer PCR (qPCR) können die zu vergleichenden genetischen 
Regionen spezifisch amplifiziert und anschließend das Verhältnis dieser bestimmt werden (Abb. 3 A, B, 
C) (Hill et al., 2012). Nachteil dieser Methode ist, dass das Multiplexen, die Analyse von mehreren 
Genen in einer Reaktion, limitiert ist (Klein, 2002). PCR-basierte Methoden beinhalten zudem das 
Problem der ungleichen Anreicherung von DNA-Fragmenten, was zu falschen Ergebnissen führen kann 
(Smith and Osborn, 2009). CGH kann ebenfalls genutzt werden, um Kopienzahlen genetischer Loki zu 
bestimmen (Pinkel et al., 1998). Im Gegensatz zur qPCR umfasst CGH die Analyse des gesamten 
Genoms, wodurch ein detaillierteres Bild der Kopienzahlen entsteht und der Verlauf der DNA-
Replikation erkennbar wird. Diese Methode basiert auf der simultanen Hybridisierung der Proben- und 
Referenz-DNA, die mit unterschiedlichen Fluoreszenzfarbstoffen markiert sind, an immobilisierte DNA-
Fragmente (Govindarajan et al., 2012). Das sich ergebende Verhältnis der Fluoreszenzintensitäten von 
Probe zu Referenz ist proportional zum Verhältnis der Kopienzahl. Das Ausgangsmaterial für eine qPCR 
oder CGH ist bisher meist die Gesamt-DNA einer Zellpopulation. Das Ergebnis spiegelt also den 




Durchschnittszustand der Population wieder. Doch jede Zelle ist individuell und kann Unterschiede in 
der Genomsequenz, der Genexpression und der Mengen an Proteinen aufweisen (Lidstrom and 
Konopka, 2010). Um diese Heterogenität näher zu untersuchen, ist die Analyse von Einzelzellen 
unabdingbar. So kann der Replikationsstatus einer einzigen Zelle anhand der Anzahl von Replisomen 
bestimmt werden. Pro Replikationsursprung assemblieren zwei Replisomen (Abb. 3 B + C). Replisomen 
können visualisiert werden, indem eine Untereinheit, beispielsweise DnaB oder Proteine, die sich in 
der Nähe des Replisoms befinden, mit einem Fluoreszenzprotein markiert werden (Waldminghaus et 
al., 2012; Wang and Shapiro, 2004). Mittels Fluoreszenzmikroskopie können die Replisomen als 
distinkte Signale innerhalb der Zelle ausgemacht und gezählt werden.  
 
  
Abbildung 3: Die Kopienzahl eines genetischen Lokus als Reporter für den Status der DNA-
Replikation. A, B, C Verschiedene Stadien der DNA-Replikation am Beispiel des Zellzyklus eines multi-
chromosomalen Bakteriums. Replikationsursprünge, genetische Loki, Replisomen und 
Terminationsregionen sind hervorgehoben. Die Anzahl von Genloki, Replisomen und das 
Kopienzahlverhältnis von Replikationsursprung zu Terminationsregion (ori/ter-Ratio) sind für das 
jeweilige Replikationsstadium (A, B, C) aufgeführt. Pfeile indizieren den Verlauf des Zellzyklus. 




Für die Quantifizierung von Bakterien mit zwei Chromosomen ergäbe sich folgendes Bild: Kann kein 
Replisom innerhalb der Zelle detektiert werden, wurde die DNA-Replikation noch nicht gestartet oder 
bereits abgeschlossen (Abb. 3 A). Zellen, die zwei Foci aufweisen, spiegeln die DNA-Replikation von nur 
einem Chromosom wieder (Abb. 3 B), wohingegen vier Foci auf die DNA-Replikation beider 
Chromosomen hinweisen (Abb. 3 C). Nachteil dieser Methode ist jedoch, dass die markierten 
Replisomen nicht immer gut zu differenzieren sind. Es ist demnach möglich, dass beide Replisomen 
eines Chromosoms überlagern. Eine detailliertere Auflösung der DNA-Replikation kann mit der 
digitalen PCR (dPCR) erreicht werden. Mit Hilfe dieser Methode kann die Kopienzahl von einzelnen 
DNA-Molekülen bestimmt werden (Sykes et al., 1992). Dafür wird eine DNA-Probe verdünnt und auf 
viele, einzelne, parallele PCR-Reaktionen aufgeteilt, von denen einige das zu analysierende DNA-
Molekül enthalten und einige nicht (Vogelstein and Kinzler, 1999). Durch das Zählen von positiven und 
negativen Amplifizierungsreaktionen, die proportional zur eingesetzten DNA-Menge auftreten, kann 
die Kopienzahl der DNA-Moleküle in der analysierten Probe bestimmt werden (Baker, 2012). Neben 
dem Verdünnen von DNA-Proben um einzelne Moleküle zu erhalten, kann auch die DNA einer einzigen 
Zelle verwendet werden. Ein grundsätzliches Problem der Analyse auf Einzelzellniveau ist die Zellgröße. 
Der Arbeitsmaßstab bewegt sich im Bereich von Mikrometern und Pikolitern (Zhao et al., 2008). 
Trotzdem gibt es bereits zahlreiche Methoden um eukaryotische und prokaryotische Einzelzellen zu 
isolieren (Blainey, 2013). Dazu zählen die klassische Verdünnung einer Kultur bis zu einem Grenzwert, 
das Mikropipettieren, bei dem mit einer Pipette und einem Mikroskop einzelne Zellen transferiert 
werden oder auch FACS (Fluorescence-Activated Cell Sorting) (Grindberg et al., 2011; Navin et al., 
2011; Raghunathan et al., 2005; Zhang et al., 2006). Zudem gibt es viele Methoden, welche die 
Gewinnung von Einzelzellen mit Hilfe des Fortschritts der Nanotechnologie durchführen. Dazu zählen 
uŶteƌ aŶdeƌeŵ „ŵiĐƌofluidiĐ“-Systeme (Kortmann et al., 2011; Yin and Marshall, 2012; Zare and Kim, 
2010). „ŵiĐƌofluidiĐ“-Systeme bieten viele Vorteile für das Arbeiten mit einzelnen Zellen, weil sie die 
Parallelisierung und Automatisierung der Analysen und eine erhöhte Sensitivität sowie Minimierung 
von Kontaminationen durch das Arbeiten in geringen Reaktionsvolumina ermöglichen (Gawad et al., 
2016; Lecault et al., 2012; Marcus et al., 2006). Je nachdem welche Analysen mit Einzelzellen 
durchgeführt werden sollen, muss eine Zelllyse stattfinden, um Komponenten wie DNA, RNA oder 
Proteine zugänglich zu machen (Blainey, 2013). Dabei ist zu beachten, dass nachfolgende Reaktionen 
nicht durch Zell- oder Pufferreste inhibiert werden. Eine E. coli Zelle enthält ungefähr 5 fg DNA 
(Raghunathan et al., 2005). Für Analysen, die mehr Ausgangsmaterial benötigen, wie beispielsweise 
Genomsequenzierungen, muss die DNA der Einzelzelle angereichert werden (de Bourcy et al., 2014; 
Gonzalez-Roca et al., 2010; Kalisky et al., 2011; Tang et al., 2010). Mittels deƌ sogeŶaŶŶteŶ „Whole 
Genome AŵplifiĐatioŶ“ ;WGAͿ kaŶŶ das koŵplette Genom einer Zelle amplifiziert werden, sodass am 
Ende DNA-Mengen vorliegen, mit denen nachfolgende Analysen durchgeführt werden können 




(Blainey, 2013; Huang et al., 2015; Yilmaz and Singh, 2012). Bei der Amplifizierung der DNA von 
Einzelzellen kann es jedoch zu ungleichen Anreicherungen oder unspezifischen Produkten kommen 
(Pan et al., 2008). Diese Unterschiede in der Anreicherung können das Ergebnis nachfolgender 
Analysen verfälschen. Es liegt demnach Nahe, das Repertoire an Methoden zur Analyse von 
Einzelzellen zu erweitern. 
 
1.7 Moderne Klonierungssysteme 
Das Anordnen von kleinen DNA-Fragmenten zu großen Konstrukten, die DNA-Assemblierung, hat in 
den letzten Jahren bedeutende Weiterentwicklungen erlebt (Chao et al., 2014; Ellis et al., 2011). Die 
klassische Restriktions-Ligationsmethode, die in den 1970er Jahren entwickelt wurde, führte zu einer 
Revolution in der Biotechnologie (Cohen et al., 1973). Seitdem wuchsen die Ansprüche und die 
Komplexität von DNA-Konstrukten, die mehrere Gene und intergene Komponenten enthalten. 
Zusätzlich sinken die Kosten der DNA-Synthese stetig und der Synthesemaßstab nimmt zu (Kosuri and 
Church, 2014). Trotzdem ist es noch nicht möglich ganze Genome zu synthetisieren. DNA-Fragmente, 
die den Synthesemaßstab überschreiten, werden deshalb noch immer durch DNA-Assemblierungen 
hergestellt (Cobb et al., 2014; Gibson et al., 2008a). Deshalb wurden mit der Zeit immer mehr 
Methoden etabliert, die eine effiziente, modulare und schnelle DNA-Assemblierung erlauben. Diese 
DNA-Assemblierungsmethoden können in zwei Gruppen unterteilt werden: (i) Homologie-basierte 
Methoden und (ii) Restriktionsenzym-basierte Methoden. Anhand zwei bekannter Methoden werden 
diese in Abbildung 4 schematisch dargestellt.  
 
1.7.1 Homologie-basierte Methoden zur DNA-Assemblierung 
Diese DNA-Assemblierungsmethoden basieren auf der Hybridisierung von 20-40 bp langen, 
komplementären Überhängen zwischen den DNA-Fragmenten (Abb. 4 A). Zu den in vivo Methoden 
zählt die native, homologe Rekombination in Saccharomyces cerevisiae und Bacillus subtilis (Gibson et 
al., 2008b; Itaya et al., 2008). Zu den in vitro Methoden zählen die Overlapping-Extension PCR (OE-
PCR), das Gibson Assembly und die Ligase chain reaction (LCR) (de Kok et al., 2014; Gibson et al., 2009; 
Horton et al., 1989). Das Gibson Assembly basiert auf einem Enzym-Mix bestehend aus einer T5-
Exonuklease, einer DNA-Ligase und einer DNA-Polymerase (Gibson et al., 2009). Die T5-Exonuklease 
generiert einzelsträngige Überhänge an den DNA-Fragmenten, die dann aufgrund ihrer 
komplementären Sequenz hybridisieren. Im Anschluss füllt die DNA-Polymerase die DNA wieder auf 
und die DNA-Ligase verknüpft die DNA-Stränge miteinander (Gibson et al., 2009). Mit Hilfe der 
aufgeführten Methoden ist es in einer einzigen Reaktion möglich mehrere DNA-Fragmente 
zielgerichtet zusammenzubauen (Chao et al., 2014; Ellis et al., 2011). Nachteil der Homologie-basierten 
Methoden ist, dass keine DNA-Fragmente mit repetitiven Sequenzen assembliert werden können, weil 




die sich wiederholenden Regionen die Assemblierung stören und zu falschen Endprodukten führen 
können. Ein weiterer Nachteil ist, dass für die meisten DNA-Fragmente, die mittels PCR amplifiziert 
werden, Oligonukleotide benötigt werden, um die homologen Bereiche anzufügen. Diese können 
meist nicht wiederverwendet werden, weil die enthaltenen homologen Bereiche für ein spezifisches 
Produkt entworfen wurden. Oligonukleotide sind mittlerweile günstig, jedoch summieren sich die 
Kosten, wenn man den Klonierungsmaßstab auf DNA-Fragment-Bibliotheken ausweiten möchte. 
Gibson Assembly funktioniert prinzipiell auch mit einzelsträngiger DNA, wodurch die Kosten drastisch 
gesenkt werden könnten.  
 
1.7.2 Restriktionsenzym-basierte Methoden zur DNA-Assemblierung 
Diese Art der DNA-Assemblierung basiert auf dem klassischen Restriktions-Ligationsverfahren. DNA-
Fragmente mit flankierenden Restriktionsenzymschnittstellen werden verdaut und gemäß ihrer 
Überhänge miteinander ligiert. Zu diesen Methoden zählen unter anderem BioBrickTM und das Golden 
Gate cloning (Engler et al., 2009; Engler et al., 2008; Shetty et al., 2008). Das BioBrickTM-System hat 
diese Grundlage standardisiert, in dem alle DNA-Fragmente eine gemeinsame Schnittstelle aufweisen, 
durch die sie sich kombinieren lassen. Durch wiederholende Restriktions-Ligationsschritte konnten so 
große DNA-Fragmente hergestellt werden (Sarrion-Perdigones et al., 2011; Smolke, 2009). Das 
BioBrickTM-System verwendet Typ-II-Restriktionsenzyme wie EcoRI. Nachteil dieser Methode ist, dass 
die Erkennungssequenz zwischen den DNA-Fragmenten als sogeŶaŶŶte „Naƌďe“ erhalten bleibt und 
nicht erneut mit dem Enzym geschnitten werden kann. Typ-IIS-Restriktionsenzyme schneiden 
außerhalb ihrer Erkennungssequenz, wodurch die generierten Überhänge zwischen den DNA-
Fragmenten theoretisch frei gestaltet werden können. Basierend auf der Eigenschaft von Typ-IIS-
Restriktionsenzymen wurden hierarchische Assemblierungssysteme, wie das Golden Gate cloning, 
erstellt, die auf Vektoren mit definierten 4 bp Überhängen basieren, die sequentiell zueinander passen 
(Engler et al., 2009; Engler et al., 2008). Aufgrund der Kombinierbarkeit bleibt jedoch immer eine 
„Naƌďe“ zǁisĐheŶ deŶ DNA-Fragmenten zurück. Die definierten Überhänge bieten Restriktionsenzym-
basierten Methoden die Möglichkeit Sequenzen mit repetitiven Regionen zu klonieren (vgl. 1.7.1). 
Allen Restriktionsenzym-basierten Methoden bleibt jedoch gemein, dass die Erkennungssequenzen 
der verwendeten Enzyme möglicherweise in den zu assemblierenden DNA-Fragmenten auftauchen 
können. Diese zunächst zu entfernen führt zu einem deutlichen Mehraufwand. Auch die verbleibenden 
Überhänge der Restriktionsenzyme können problematisch sein. Eine exakte Zielsequenz kann mit 








2. Ziele dieser Arbeit 
 
Bakterielle Chromosomen enthalten einen Replikationsursprung, von dem die DNA-Replikation 
gestartet wird (Ochman, 2002). Eukaryoten hingegen enthalten mehrere Replikationsursprünge pro 
Chromosom (Mechali, 2010). Zudem besteht das Genom von Eukaryoten aus mehreren linearen 
Chromosomen, wohingegen die Mehrheit der Bakterien ein einziges, zirkuläres Chromosom 
prozessiert (Bendich and Drlica, 2000; Stanier and Van Niel, 1962). Diese distinkte Verteilung zwischen 
den beiden Domänen wirft einige Fragen auf. Vor allem wie die DNA-Replikation in Bakterien mit den 
aufgeführten, eukaryotischen Charakteristika ablaufen könnte.  
Die vorliegende Arbeit sollte zum Verständnis der DNA-Replikation von Bakterien mit multiplen 
Replikationsursprüngen sowie von Bakterien mit multiplen Chromosomen beitragen.  
Zum einen sollten mittels Durchflusszytometrie und Microarray-basierter komparativer genomischer 
Hybridisierung (CGH) Bakterien mit multiplen Replikationsursprüngen sowie multiplen Chromosomen 
hinsichtlich ihres DNA-Gehalts und des Initiationsverhaltens analysiert werden um folgende Frage zu 
adressieren:  
1. Wie erfolgt die Initiation der DNA-Replikation zweier gleicher bzw. unterschiedlicher 
Replikationsursprünge innerhalb einer Zelle? 
Zum anderen sollte im Rahmen dieser Dissertation eine fluoreszenzbasierte Methode etabliert 
werden, die es ermöglicht, die Kopienzahl von Genloki und somit den Replikationsmechanismus von 
multi-chromosomalen Bakterien auf Einzelzellebene zu untersuchen. Die folgenden Fragestellungen 
sollten beantwortet werden: 
1. Wie kann die Kopienzahl von Genloki auf Einzelzellebene bestimmt werden? 
2. Kann ein Klonierungssystem für die Herstellung von repetitiven Elementen optimiert werden? 
Zur Bestimmung der Kopienzahl auf Einzelzellebene sollte die neue Methode BiFCROS (Bimolecular 
Fluorescence complementation and Repressor Operator System) in E. coli etabliert und getestet 
werden. Dazu sollten neue Klonierungstechniken verwendet und fluoreszenzmikroskopische Analysen 
durchgeführt werden. 
 





Dieser Teil der Arbeit gliedert sich in drei Kapitel. Dabei enthält jedes Kapitel unterschiedliche Studien, 
die bereits publiziert sind (Kapitel 3.1 und 3.2) oder zur Publikation vorbereitet werden (Kapitel 3.3). 
Vor jedem Abschnitt ist eine Zusammenfassung der relevanten Ergebnisse und eine Übersicht der 





































3.1  DNA replication in engineered Escherichia coli genomes with 
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3.1 DNA replication in engineered Escherichia coli genomes with extra replication origins 
Eukaryotische Chromosomen enthalten multiple Replikationsursprünge (Robinson and Bell, 2005). 
Prokaryoten starten die DNA-Replikation des Chromosoms von nur einem einzigen 
Replikationsursprung in bidirektionaler Orientierung (Ochman, 2002). Dabei ist E. coli sehr wohl in der 
Lage, mehr als einen Replikationsursprung pro Chromosom zu tolerieren (Wang et al., 2011). Dieser 
zusätzliche, ektopische Replikationsursprung, oriZ, wurde 100 kb vom nativen Replikationsursprung 
inseriert (Wang et al., 2011). Es konnte zudem gezeigt werden, das oriZ als alleiniger 
Replikationsursprung auf dem Chromosom fungieren kann (Ivanova et al., 2015; Wang et al., 2011). 
Ob die Aktivität des Replikationsursprungs von der Position auf dem Chromosom beeinflusst wird, 
könnte durch Stämme analysiert werden, die ektopische oriC an verschiedenen Positionen auf dem 
Chromosom enthalten (Liang et al., 2013). Der gleiche Arbeitskreis konstruierte E. coli Stämme mit 
einem ektopischen oriII, dem Replikationsursprung des zweiten Chromosoms von V. cholerae (Liang et 
al., 2013). Durch die Analyse dieser Stämme könnte untersucht werden, ob der wirtsfremde 
Replikationsursprung oriII, die DNA-Replikation in E. coli beeinflusst.  
Die vorliegende Studie präsentiert die Analyse von E. coli Stämmen, die mehr als einen 
Replikationsursprung auf dem Chromosom enthalten, bezüglich ihrer DNA-Replikation. Analysen der 
E. coli Stämme von Liang et al. mittels Microarray-basierter komparativer genomischer Hybridisierung 
(CGH) zeigten, dass die ektopischen oriC auf dem Chromosom nicht in der Lage sind zu replizieren. Um 
herauszufinden, ob diese Inaktivität an der verwendeten oriC-Sequenz liegt, wurden drei neue E. coli 
Stämme generiert, die längere oriC-Sequenzen als ektopische Replikationsursprünge auf dem 
Chromosom enthalten. Die Initiation der DNA-Replikation konnte für alle drei Sequenzen festgestellt 
werden. Die von Liang et al. verwendete Sequenz von oriC war somit nicht ausreichend für die 
Replikation des gesamten Chromosoms. Stämme die oriII als ektopischen Replikationsursprung 
enthielten, zeigten im Gegensatz zum Wildtyp einen erhöhten DNA-Gehalt. CGH-Analysen konnten die 
Replikationsaktivität der ektopischen oriII nachweisen. oriII war somit in der Lage in E. coli auf dem 
Chromosom zu replizieren. Analysen von oriII als ektopischer Replikationsursprung wiesen auf eine 
Dysregulation der DNA-Replikation innerhalb dieser Zellen hin. Diese Dysregulation wurde 
aufgehoben, sobald sich oriC und oriII nicht mehr auf dem gleichen Chromosom, sondern auf zwei 
unterschiedlichen Chromosomen befanden. Um ein besseres Verständnis der Regulation der DNA-
Replikation von oriC und oriII auf einem Chromosom zu erhalten, wurde eine in silico Simulation der 
DNA-Replikation durchgeführt. Zusammen mit den Ergebnissen der experimentellen Arbeit kann 
abgeleitet werden, dass die Regulation der DNA-Replikation von oriC und oriII abhängig von deren 
Lokalisierung ist.  
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In Zusammenarbeit mit Prof. Dr. T. Waldminghaus betreute ich die Masterarbeit von N. Farmani. 
Zudem generierte ich drei neue E. coli Stämme mit unterschiedlichen oriC-Konstrukten und analysierte 
diese mittels CGH. N. Farmani überprüfte die von Liang et al. erhaltenen E. coli Stämme mittels PCR 
und analysierte sie mittels Durchflusszytometrie und CGH. Die Auswertung der CGH-Daten und die 
Computer-basierte Simulation der DNA-Replikation erfolgte von Dr. P. Sobetzko. Das Manuskript 
wurde von Dr. P. Sobetzko, Prof. Dr. T. Waldminghaus und mir verfasst. Dr. P. Sobetzko, Prof. Dr. T. 































3.2 Design and assembly of DNA sequence libraries for 





Daniel Schindler, Sarah Milbredt, Theodor Sperlea  
















  3. Ergebnisse 
22 
 
3.2 Design and assembly of DNA sequence libraries for chromosomal insertion in bacteria 
based on a set of modified MoClo vectors 
Es gibt zahlreiche moderne Klonierungssysteme mit denen es möglich ist, große DNA-Fragmente 
herzustellen. Eines dieser Systeme ist das MoClo-System, was zunächst für die Anwendung in Pflanzen 
etabliert und später auch für Arbeiten in Bakterien angepasst wurde (Weber et al., 2011). In der 
vorliegenden Studie wurde das MoClo-System bezüglich des Klonierens im Bibliotheken-Maßstab und 
der Genomintegration in E. coli optimiert. So wurde die Klonierungseffizienz durch das Einfügen eines 
ccdB-Gens verbessert, die Narbensequenz zwischen den assemblierten DNA-Fragmenten verkürzt und 
die Integration in das bakterielle Chromosom durch den Austausch des Replikationsursprungs mit 
einem konditionalen Ursprung vereinfacht. Die effiziente Anwendbarkeit des optimierten MoClo-
Systems wurde anhand des Aufbaus eines LacO/TetO-Arrays gezeigt. Dieses Operator-Array enthält 
Tandemwiederholungen der Bindestellen für LacI und TetR und stellt aufgrund der repetitiven 
Sequenzen eine Herausforderung für diverse Klonierungsmethoden dar. Die initiale DNA-
Fragmentbibliothek für die Klonierung des LacO/TetO-Arrays wurde von dem Programm MARSeG 
(Motif Avoiding Randomized Sequence Generator) entworfen. Dieses Computerprogramm bietet die 
Möglichkeit DNA-Sequenzen zu generieren, die eine hohe Diversität aufweisen, gleichzeitig aber 
diverse Motive ausschließen. Zu diesen Motiven können beispielsweise Erkennungssequenzen von 
Restriktionsenzymen gehören, mit denen die MoClo-Reaktion stattfindet und die zu Interferenzen 
während des Konstruktionsprozesses führen könnten. Basierend auf der von MARSeG generierten 
Oligonukleotidbibliothek wurde das LacO/TetO-Array mit Hilfe des MoClo-Systems generiert und in 
das Genom von E. coli integriert. Mit Hilfe fluoreszenzmikroskopischer Analysen konnte gezeigt 
werden, dass der mit mVenus fusionierte Repressor TetR an die Tet-Operatoren binden kann. Ein 
Stabilitätstest zeigte zudem, dass variable Sequenzen zwischen den Bindestellen essentiell für die 
Beständigkeit des LacO/TetO-Arrays sind. Ein LacO/TetO-Array mit variablen Zwischenregionen liegt 
auch nach 144 h Inkubation stabil in der Zelle vor. Gleiche Zwischensequenzen führten hingegen schon 
nach 72 h zum Abbau des LacO/TetO-Arrays.  
 
Die Aufgabenbearbeitung erfolgte nach Absprache mit Prof. Dr. T. Waldminghaus. Ich stellte in 
Zusammenarbeit mit D. Schindler das LacO/TetO-Array her und überprüfte dessen Stabilität mittels 
PCR und Southern-Blot-Analysen. Zudem führte ich die fluoreszenzmikroskopischen Analysen und 
D. Schindler die Optimierung des MoClo-Systems durch. T. Sperlea schrieb das Programm MARSeG, 
führte Sequenzvergleiche durch und generierte die Oligonukleotidsequenz für das LacO/TetO-Array. 
Das Manuskript wurde von D. Schindler, T. Sperlea, Prof. Dr. T. Waldminghaus und mir verfasst. D. 
Schindler, T. Sperlea, Prof. Dr. T. Waldminghaus und ich überarbeiteten ferner das Manuskript nach 
der ersten Revision.  
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3.3 BiFCROS: A low background Fluorescence Repressor Operator System  
Die DNA-Replikation, Chromosomensegregation und Chromosomenfaltung sind wichtige, zentrale 
Prozesse aller lebenden Zellen. Um einen besseren Einblick in diese Vorgänge zu bekommen, kann die 
räumliche und zeitliche Organisation der DNA beobachtet werden. Für die Verfolgung von genetischen 
Regionen auf der DNA können diese markiert werden. Eine bereits etablierte Methode, FROS 
(Fluorescence Repressor Operator System), verwendet dafür Fusionen aus einem Fluoreszenzprotein 
und einem Repressorprotein, die spezifisch an ein Operator-Array binden, welches zahlreiche Kopien 
der Repressorbindestelle aufweist und in das Genom integriert wurde (Robinett et al., 1996; Straight 
et al., 1996). Mit Hilfe dieser Methode konnten bereits die Lokalisation, Replikation und Segregation 
von Chromosomen in verschiedenen Organismen visuell verfolgt werden (Lau et al., 2003; Sonntag 
Brown et al., 2011; Thompson and Compton, 2010). Nachteil dieser Methode ist jedoch, dass alle 
Fluoreszenzproteine, DNA-gebunden oder nicht, detektiert werden und so ein starkes 
Hintergrundsignal ergeben. 
Das Manuskript präsentiert eine neue Einzelzell-Methode, die dieses Hintergrundsignal minimiert. 
BiFCROS (Bimolecular Fluorescence complementation and Repressor Operator System) basiert auf 
zwei verschiedenen Operatorsequenzen, die sich abwechselnd wiederholen. Dies wird als hybrid FROS-
Array bezeichnet. Die zugehörigen Repressorproteine werden jeweils mit einem nicht 
fluoreszierenden Fragment eines Fluoreszenzproteins fusioniert. Binden die Repressoren an die 
Operatoren, gelangen die nicht-fluoreszierenden Fragmente in räumliche Nähe und es kommt zur 
Rekonstitution des funktionellen Fluoreszenzproteins, der Bimolekularen Fluoreszenz-
komplementation (BiFC). Fluoreszenzsignale können demnach nur entstehen, wenn die Repressoren 
an das hybrid FROS-Array binden. Nichtgebundene Proteine weisen keine Fluoreszenz auf, wodurch 
das Hintergrundsignal minimiert wird. Für die Quantifizierung von Fluoreszenzsignalen bietet es den 
Vorteil, dass die Fluoreszenzintensität der gesamten Zelle bestimmt werden kann. Diese sollte 
proportional zur Kopienzahl des hybrid FROS-Arrays ansteigen, sodass eine Kopienzahlbestimmung des 
Operator-Arrays möglich sein sollte. Für die Etablierung von BiFCROS wurde ein Operator-Array 
ďesteheŶd aus deƌ BiŶdestelle OLϭ, ǁelĐhe ǀoŶ deŵ ‘epƌessoƌpƌoteiŶ ĐI des PhageŶ λ geďuŶdeŶ ǁiƌd 
und der Bindestelle UAS (Upstream Activating Sequence) des Modulatorproteins Gal4 aus der Hefe, 
hergestellt. Dieses OL1/UAS hybrid FROS-Array wurde in das Genom von E. coli integriert. Die 
genannten Proteine wurden zum einen mit dem Volllängen Fluoreszenzprotein mVenus oder mit dem 
N- bzw. C-terminalen Fragment von mVenus fusioniert. Die grundlegende Funktionalität von BiFCROS 
wurde anhand fluoreszenzmikroskopischer Analysen bestätigt. Alle Plasmid-kodierten Fusionsproteine 
waren in der Lage an ihre Bindestellen innerhalb des OL1/UAS hybrid FROS-Arrays zu binden. Auch die 
Komplementation der mVenus-Fragmente konnte erfolgreich nachgewiesen werden. Quantitative, 
fluoreszenzmikroskopische Analysen mit dem Volllängen Fluoreszenzprotein mVenus, dem 
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fragmentierten mVenus und dem Leerplasmid in Zellen ohne das OL1/UAS hybrid FROS-Array ergaben, 
dass die Hintergrundfluoreszenz des neuen Systems stark reduziert ist. Analysen von Zellen mit dem 
OL1/UAS hybrid FROS-Array zeigten zudem, dass das Verhältnis von Signal zu Hintergrund in Zellen mit 
dem fragmentierten mVenus im Gegensatz zum Volllängen mVenus deutlich verbessert wird. 
Außerdem zeigten Zellen mit zwei Kopien des OL1/UAS hybrid FROS-Arrays und den Fusionsproteinen 
mit dem N- bzw. C-Terminus von mVenus eine höhere Fluoreszenzintensität als Zellen mit nur einer 
Kopie. BiFCROS stellt somit eine neue Einzelzell-Methode dar, die das herkömmliche FROS verbessert 
und die Quantifizierung von Fluoreszenzsignalen erleichtert. 
 
Ich führte nach Absprache mit Prof. Dr. T. Waldminghaus alle experimentellen Arbeiten durch. 
N. Schallopp assemblierte das finale OL1/UAS hybrid FROS-Array und konstruierte die Plasmide 
pMA182 und pMA301. Die benutzerdefinierten R-Skripte zur Analyse der fluoreszenz-mikroskopischen 
Daten wurden von Prof. Dr. T. Waldminghaus verfasst. Das Manuskript wurde von Prof. Dr. T. 
Waldminghaus und mir verfasst.  
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Fluorescence based methods are widely used to analyze elementary cell processes such as DNA 
replication or chromosomal folding and segregation. Labeling DNA with a fluorescent protein allows 
the visualization of its temporal and spatial organization. FROS (Fluorescence Repressor Operator 
System) is based on this approach is. This method specifically labels DNA in vivo through binding of a 
fusion of a fluorescent protein and a repressor protein to an operator array, which contains numerous 
copies of the repressor binding site and has been integrated into the genome. Even though this and 
other fluorescence based methods are widely used, they are subjected to background fluorescence, 
which can reduce the measurement reading. Here, we present a new method that greatly reduces the 
background signal of FROS. BiFCROS (Bimolecular Fluorescence complementation and Repressor 
Operator System) is based on fusions of repressor proteins to a split fluorescent protein, which then 
bind to a hybrid FROS array, resulting in fluorescence signals due to bimolecular fluorescence 
complementation. Only proteins bound to the hybrid FROS array fluoresce. Fluorescence microscopic 
analyses of BiFCROS show reduced background fluorescence and an improved signal to noise ratio 




The ability to visualize more and more details within organisms and cells has been a main driving force 
of biological science for many years starting with early microscopy studies of Anton van Leeuwenhoek. 
More recently, the discovery and application of fluorescence proteins as the small green fluorescence 
protein (GFP) have revolutionized life science and were consequently honored with the Nobel Prize to 
Osamu Shimomura, Martin Chalfie und Roger Tsien in 2008. Through genetic manipulation, the 
fluorescence can be added to individual proteins and then be visualized by fluorescence microscopy 
or quantified by flow cytometry or other methods (Chalfie et al., 1994; Wei and Dai, 2014). While this 
approach is straight forward for the analysis of proteins other cellular 
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 components are less easy to visualize, including DNA or lipids. Especially the labelling of DNA is of high 
importance since processes as DNA replication as well as chromosome segregation and folding are 
central processes of all living cells (Joshi et al., 2011; Williams et al., 2010; Zickler and Kleckner, 1999). 
Different methods have been developed to fluorescently label the entire DNA of a cell by for example 
using thymidine-analog incorporation or labelling of proteins that show uniform binding to DNA (Salic 
and Mitchison, 2008; Wery et al., 2001). However, such approaches do not allow visualization of 
specific genetic loci. One approach to do so is Fluorescence In Situ Hybridization (FISH), a method that 
uses sequence complementarity to target a genetic locus by hybridization with a fluorescence probe 
(DeLong et al., 1989; Scherthan and Loidl, 2010). The disadvantage of FISH is that cells have to be fixed 
and therefore analysis of dynamics within living cells is not possible. One popular way to overcome this 
limitation is the use of so called Fluorescence Repressor Operator System (FROS)(Lau et al., 2003; 
Robinett et al., 1996). It is based on fusions between a fluorescent protein and a repressor that binds 
specifically to a respective operator sequence. An array of several such operator sequences is inserted 
at the locus of interest. This allows visual tracking of genetic loci by fluorescence microscopy because 
multiple labeled repressor proteins bound to the operator array appear as fluorescence focus. FROS 
was initially applied with a LacI-GFP fusion that bound to an array of Lac operators in CHO and yeast 
cells (Gordon et al., 1997; Robinett et al., 1996). Meanwhile, FROS arrays were established based on 
the tet-repressor protein TetR and cI from the ʄ-phage (Fekete and Chattoraj, 2005; Michaelis et al., 
1997). FROS was successfully applied in various organisms to gain new insights into the localization, 
replication and segregation of chromosomes in individual cells (Lau et al., 2003; Matzke et al., 2005; 
Straight et al., 1996). In addition to studies on the spatial and temporal organization of genetic loci, 
FROS can also be used to determine copy numbers of genetic loci because the number of fluorescence 
foci should indicate the number of copies of the tagged locus (Jonas et al., 2011; Srivastava and 
Chattoraj, 2007). A problem with this approach is that geŶetiĐ loĐi doŶ’t ŶeĐessarilǇ haǀe to ďe spatially 
separated but could be held together as for example by sister chromosome cohesion (Lesterlin et al., 
2012; Sherwood et al., 2010).  
Generally fluorescence based analyses suffer from background fluorescence which reduces the true 
signal. Weak signals can be superimposed by background fluorescence, so that false negative results 
may occur. Background fluorescence is an unspecific fluorescence signal which can be caused by 
various factors. Media, agents like antibiotics, unbound fluorophores or fluorescence of the specimen 
itself can interfere with fluorescence analyses (Waters, 2009). Cells always exhibit a natural intrinsic 
fluorescence that is also known as auto-fluorescence. It is based on endogenous molecules which 
possess specific excitation and emission wavelengths which results in characteristic fluorescence 
spectra associated with specific species or strains (Ammor, 2007). Background 
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 fluorescence can also be caused by experimental setup and imaging parameters, like light from the 
light source or camera noise (Joglekar et al., 2008). Different approaches can be used to solve the 
problem of high background signals. Examples are the treatment with chemicals as CuSO4 that disrupt 
background but remain signal, new microscopy techniques as TIRF (total internal reflection 
fluorescence) microscopy or application of mathematical models (Axelrod, 2001; Schnell et al., 1999; 
Van de Lest et al., 1995). Also FROS suffers from background fluorescence that is caused by the freely 
diffusing fluorescent proteins not bound to the operator array. Fluorescence microscopic analyzes 
images arise with distinct foci paired with a diffuse fluorescence which is distributed throughout the 
cell. Conceptionally, elimination of this background should allow gene copy number analysis in 
individual cells by simply measuring the whole-cell fluorescence for example by flow cytometry.  
Our current study describes the design and construction of a low background hybrid FROS in E. coli. It 
is based on the Bimolecular Fluorescence Complementation (BiFC) of two repressor fusions binding to 
a respective hybrid FROS array. This new Bimolecular Fluorescence Complementation Repressor 
Operator System (BiFCROS) shows significantly less background fluorescence compared to 
conventional FROS. We also elucidated its ability to determine genetic copy numbers by measurement 
of whole-cell fluorescence.  
 
Material & Methods  
 
Bacterial strains, plasmids, oligonucleotides, and culture conditions 
All strains, replicons and oligonucleotides used in this study are listed in Table S1-S3. Bacteria were 
cultured in LB liquid medium under vigorous shaking or on LB plates at 37°C with the desired antibiotic 
if not differential indicated. Antibiotic selections were used at the following concentrations: ampicillin 
100 ʅg/ml, chloramphenicol 12,5 ʅg/ml, kanamycin 35 ʅg/ml, tetracycline 15 µg/ml.  
Fluorescence Microscopy  
For fluorescence microscopy cells were grown in AB-glucose or AB-sodium acetate until OD450 ~ 0.15 
(Messerschmidt et al., 2015). Production of fusions proteins was induced with 400 nM IPTG for 1h in 
AB-glucose and 2h in AB-sodium acetate. 1 ml of the culture was harvested by centrifugation, the 
supernatant was discarded and cells were resuspended in 20 µl of the same media. 1,5 µl of cells were 
transferred on 1% agarose pads based on respective growth media.  
Fluorescence microscopy was performed with a Nikon Eclipse Ti-E microscope with a phase-contrast 
Plan Apo l oil objective (100; numerical aperture, 1.45) with the AHF HC filter set F36-528 YFP 
(excitation band pass [ex bp] 500/24-nm, beam splitter [bs] 515-nm, and emission [em] bp 535/30-nm 
filters) and an Argon Ion Laser (Melles Griot). Exposure times were adjusted for each sample. Images 
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were acquired with an Andor iXon3 885 electron-multiplying charge-coupled device (EMCCD) camera. 
Images were analyzed by Fiji using the MicrobeJ plugin (Jiang et al., 2014). Data was further processed 
with Excel and R statistics. 
Preparation of the OL1/UAS hybrid FROS array 
An initial DNA fragment was designed which contains an UAS and a split OL1 binding site (Fig.1 B). In 
between the binding sites a 10 bp random spacer sequence was integrated, in which 2 bps were 
determined to exclude appearance of restriction enzyme sites. BsaI and BpiI recognition sites flank 
binding sites for further assembly steps. For generation of the DNA fragment two oligonucleotides, 
Ϯϱϳ aŶd Ϯϱϴ, ǁere sǇŶthesized aŶ aŶŶealt. AŶŶealiŶg results iŶ siŶgle straŶded ϱ’ oǀerlaps through 
which the DNA fragment was ligated into an XbaI and EcoRI restriction digested pUC19 and pUC57-
kan. Ligation products were transformed into E. coli XL1-Blue. All colonies were used for plasmid 
isolation. Resulting plasmid libraries were divided into two parts which (i) were restriction digested 
with BpiI and NdeI (vector) and (ii) were restriction digested with BsaI and NdeI (insert). pUC57 insert 
was ligated with pUC19 vector and vice versa. Ligation products were transformed in E. coli XL1-Blue. 
Plasmids with two inserts (2 initial oligos) will arise. Cycles from plasmid library isolation, restriction 
digestion and ligation were repeated until 64 inserts were assembled. One final clone was chosen and 
the construct was sequenced to verify length and accuracy of OL1 and UAS binding sites. It was named 
pMA164. For integration into the E. coli chromosome 500 bp of the upstream (primer 95 + 96) and 
downstream (primer 97 + 98) region of tnaA were amplified. Together with SmaI and DraI restriction 
digested pMA164 amplicons were used in a Gibson assembly (Gibson et al., 2009) that resulted in 
plasmid pMA165. In the next step the origin of replication of pMA165 was exchanged. A conditional 
origin of replication, oriR6K, was amplified from synVicII-0.1 with flanking SmaI recognition sites 
(primer 389 + 390). Via Gibson assembly the oriR6K fragment and pMA165, which was restriction 
digested with SmaI, were assembled resulting in pMA252. pMA252 was restriction digested with SmaI 
and used as template for integration into the E. coli chromosome via lambda red recombination using 
E. coli strain D50 (Datsenko and Wanner, 2000). Integration was first verified by colony PCR (primer 
102 + 103) and then by southern blot analysis with a DIG labeled mnmE specific probe (409 + 410; PCR 
DIG probe synthesis kit (Roche)) (data not shown). Via P1 transduction the integrated array was 
transferred to MG1655.  
Preparation of fusion proteins 
All fusioŶ ĐoŶstruĐts of ʄĐI aŶd Galϰ to ŵVeŶus ǁere doŶe ďǇ GiďsoŶ AsseŵďlǇ (Gibson et al., 2009). 
For ʄĐI fusioŶs aŶ RSIAT ;cgcagcattgcgacc) linker was integrated betweeŶ ʄĐI aŶd ŵVeŶus or N-terminal 
fragment of mVenus. Fusion constructs that include Gal4 DNA binding domain (amino acids 1-441) of 
Saccharomyces cerevisiae contain no linker. BiFC constructs contain a random linker sequence of 21 
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ďp ďetǁeeŶ ʄĐI fused to N-terŵiŶal fragŵeŶt of ŵVeŶus ;ʄĐI -VN) and Gal4 fused to the C-terminal 
fragment of mVenus (Gal4-VC). As N-terminal fragment of mVenus amino acids 1-154 were used and 
amino acids 155-238 as C-terminal fragment. For improved signal to noise ratio mutation I152L was 
introduced in N-terminal fragment of mVenus by PCR (Kodama and Hu, 2010). Resulting plasmids were 
verified by restriction digestion and sequenced for verification of coding sequences. A detailed 
description of the preparation of different DNA-fragments for Gibson assembly is listed in Table 1. 
Table 1: Instructions for fusion constructs. 
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Primer and template (in bracets) are indicated as well as the acceptor vector. All fragments contain 
sequential overlapping regions for Gibson assembly.  
Generation of additional replicons with and without OL1/UAS hybrid FROS array 
The ampicillin cassette of the synthetic chromosome synVicII-1.3 was exchanged with a cat cassette 
(primer 655 + 657) by homologous recombination in yeast (Messerschimdt 2014). The resulting 
replicon was named pMA182. For insertion of the OL1/UAS hybrid FROS array into pMA182 it was 
amplified with primers 1045 + 1046 and pMA182 was restriction digested with I-SceI and NheI. Both 
products were used in a Gibson reaction to assemble plasmid pMA310. pMA182 naturally contains a 
gfp which would interfere with mVenus fluorescence signals. gfp was removed by restriction digestion 
of pMA182 with I-SceI and NheI and ligated with annealt primers 1259 + 1260 resulting in pMA310.  
Data Analysis with MicrobeJ and R statistics 
The plugin MicrobeJ for Fiji was used to detect raw pixel intensities and intensities of whole cells. Data 
was imported into Excel and if necessary background signal was distracted. R custom scripts were used 
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Instead of one transcriptional repressor protein fused to a full-length fluorescence protein the new 
system consists of two repressor proteins (C1 and Gal4), each fused to one of half of the fluorescence 
protein mVenus. These protein fusions should not generate any fluorescence signal unlike they come 
in close spatial proximity. Such a signal would be desirable at a genetic locus of interest. To this end 
we constructed an array of operator sites with alternating binding sites for C1 (OL1) and Gal4 (UAS) 
(Fig. 1A). The design includes 64 instances of each operator type and was constructed with a seven-
step hierarchical cloning scheme based on libraries of synthetic DNA oligos and typIIS restriction 
enzymes (Fig. 1B; see Material and Methods section for details).  
 
Low background signals with BiFCROS 
As a first test of array functionality we constructed an inducible system for expression of a full-length 
ŵVeŶus to the ʄĐI repressor. EǆpressioŶ of this fusioŶ-protein in E. coli cells without the constructed 
hybrid FROS array resulted in diffuse fluorescence as expected (Fig. 2A). In contrast, clear fluorescence 
foci were visible when cells contained the OL1/UAS hybrid FROS array showing that the array in fact 
binds the protein fusion (Fig. 2B).  
 
Fig. 2: Specific binding to the OL1/UAS hybrid FROS array. Fluorescence microscopy images of cells 
without (A, upper panels, strain SM69) and with (B, lower panels, strain SM77) OL1/UAS hybrid FROS 
arraǇ eǆpressiŶg a fusioŶ of the ʄĐI repressor to full leŶgth ŵVeŶus. Left panel presents cartoons 
illustrating fluorescent fusion proteins without OL1/UAS hybrid FROS (A) or bound to the OL1/UAS 
hybrid FROS array (B). Middle panel shows fluorescence microscopic images of the mVenus channel. 
Right panel shows merged microscopy images of mVenus and phase contrast channel. Exposure time 
was set to 100 ms. Scale bar represents 2 µm.   
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To test the BiFCROS principle outliŶed aďoǀe, ǁe fused the ʄĐI repressor to the N-terminal half of 
mVenus and Gal4 to the C-terminal part within an inducible bicistronic operon. E. coli cells expressing 
these fusion proteins showed very low fluorescence and no distinct foci (Fig. 3 A). In contrast, clear 
fluorescence foci were detected in cells with a chromosomal insertion of the OL1/UAS hybrid FROS 
array (Fig. 3 B). These results indicate that the hybrid FROS array is in fact able to mediate fluorescence 
complementation and limits the fluorescence signal to the targeted genetic locus. 
 
Fig. 3: Bimolecular complementation of split mVenus mediated by binding of fusion proteins to the 
OL1/UAS hybrid FROS array. Fluorescence microscopy images of cells that eǆpress BiFC ĐoŶstruĐts ʄĐI 
fused to the N-terminal fragment of mVenus and Gal4 fused to the C-terminus of mVenus without (A, 
upper panel, strain SM57) and with OL1/UAS hybrid FROS array (B, lower panel, strain SM65). Left 
panel presents cartoons illustrating non fluorescent fusion proteins without OL1/UAS hybrid FROS (A) 
and bound fusion proteins to the OL1/UAS hybrid FROS array (B) resulting in fluorescence signals. 
Middle panel shows fluorescence microscopic images of the mVenus channel. Right panel shows 
merged microscopy images of mVenus and phase contrast channel. Exposure time was set to 200 ms. 
Scale bar represents 2 µm.  
To get a more quantitative insight into background intensities we quantified the fluorescence per cell 
for E. coli strains with ;iͿ the BiFC ĐoŶstruĐts ǁith ʄĐI aŶd Galϰ eaĐh fused to oŶe part of the split 
ŵVeŶus ;straiŶ SMϱϳͿ; ;iiͿ ʄĐI fused to the full-length mVenus (strain SM69); (iii) Gal4 fused to a full-
length mVenus and (iv) an empty vector control (Fig. 4). Cells were grouped according their size and 
average values calculated. The analysis shows that splitting of mVenus greatly decreases the total 
cellular fluorescence to almost one order of magnitude compared to the full-length fusion constructs 
(Fig. 4). The fluorescence of the split fusions was only slightly higher than the negative control (empty 
vector). More important than the general reduction of fluorescence background by the fluorophore- 
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splitting approach is an increase of the signal to background ratio. Considering pixels of individual cells 
one would expect many pixels of very low intensity and a small fraction of pixels with high intensities 
corresponding to the fluorescence foci. Pixels with intermediate intensities should be rare in a low-
background system. To measure these values for BiFCROS, we performed quantitative fluorescence 
microscopy of Đells ǁith the hǇďrid FROS arraǇ aŶd either the split fusioŶs or a fusioŶ of ʄĐI to ŵVeŶus 
(Fig. 5). Cells were grown in different growth media resulting in either fast (AB-glucose) or slow growth 
(AB-sodium acetate). Fluorescence intensity values for individual pixel of some hundred cells were 
calculated and plotted as histogram (Fig. 5 A, B, D, E). The shapes of the histograms are clearly 
different. In cells with BiFCROS, most pixels belong to the lowest intensity fraction with a sharp drop 
in pixel numbers belonging to fractions with higher intensities (Fig. 5 B and E). 
Fig. 4: Fluorescence intensities of cells without OL1/UAS hybrid FROS array with full length mVenus, 
split mVenus or empty vector. Mean fluorescence intensities of cells versus cell area is plotted as 
indicated. StraiŶ SMϱϳ ĐoŶtaiŶs ʄĐI fused to the N-terminal fragment of mVenus and Gal4 fused to the 
C-terŵiŶus of ŵVeŶus, straiŶ SMϲϵ ĐoŶtaiŶs ʄĐI fused to full leŶgth ŵVeŶus, straiŶ SMϳϬ ĐoŶtaiŶs Galϰ 
fused to full length mVenus and strain SM126 contains the empty vector. Fluorescence microscopy 
was performed with cells grown exponentially in AB-glucose. Exposure time was set to 100 ms. Number 
of recorded cells is indicated by #. Quantification of fluorescence signals was done by MicrobeJ and 
data analyses by R. Cells were grouped according to their cell area with moving windows of 10 pixels. 
Groups with ten or more cells were considered for analysis. Average values of two independent 
experiments are shown.  
In cells with the full-length mVenus fusion, comprising the conventional FROS system, this drop is much 
less pronounced with many pixels comprising an intermediate fluorescence intensity (Fig. 5 A and D). 
These results indicate that the distribution of background to signal is much clearer with BiFCROS 
compared to conventional FROS. To analyze the ratio of signal to background for individual cells we 
defined the signal as 10% of the pixels with the highest fluorescence intensity and the background as 
the 50% with the lowest signal. Respective mean values of signal and background  
were plotted versus one another for individual cells (Fig. 5 C and F). Biological replicates of the analysis 
































SM57 (λcI-mVenus-N-terminus +       
Gal4-mVenus-C-terminus), # 4285
SM69 (λcI-mVenus), # 3192
SM70 (Gal4-mVenus), # 2685
SM126 (empty vector), # 3380
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Fig. 5: Increased signal to background with split mVenus compared to full length mVenus. Cells with 
OL1/UAS hybrid FROS array and ʄĐI fused to full leŶgth mVenus (highlighted in red, strain SM77) or 
BiFC ĐoŶstruĐts ʄĐI fused to the N-terminal fragment of mVenus and Gal4 fused to the C-terminal 
fragment of mVenus (highlighted in green, strain SM65) were analyzed. A, B, D, E Frequency 
distribution of all pixel fluorescence intensities. Only cells with intensities below 65000 and > 5-fold 
signal to background ratio were analyzed (mean of 10% pixels with highest (signal)/ mean of 50% pixels 
with lowest intensity (background)). Left panel presents analysis with OL1/UAS hybrid FROS array and 
ʄĐI fused to full leŶgth ŵVeŶus. Middle paŶel shoǁs aŶalǇsis of OL1/UAS hybrid FROS array aŶd ʄĐI 
fused to the N-terminal fragment of mVenus and Gal4 fused to the C-terminal fragment of mVenus. C, 
F Scatter plots of mean fluorescence intensity of the highest 10% pixel versus mean fluorescence 
intensity of the lowest 50% pixel within individual cells. Values above 65000 on x-axis and above 15000 
on y-axis were removed. Top panels: fluorescence microscopy was performed in AB-glucose medium 
with exposure times of 50 ms for full length mVenus and 200 ms for split mVenus. Lower panels: 
fluorescence microscopy was performed in AB-sodium acetate medium with exposure times of 50 ms 
for full length mVenus and 600 ms for split mVenus. Quantification of fluorescence signals was done 
by MicrobeJ and data analyses by R with custom R scripts. Cell numbers of each plot are indicated by 
color coded #. 
 
Towards copy number determination with BiFCROS 
The copy number can provide information about the replication status of a genetic locus. If a locus is 
present in single copy, it has not yet been replicated. A duplicate copy number indicates the  
completed DNA replication. The design of BiFCROS should allow simplified copy number determination 
of respective gene loci. By the use of the split mVenus, only proteins bound to the array fluoresce. Free 
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proteins give no signal. Thus, the number of copies of the OL1/UAS hybrid FROS array should be 
proportional to total fluorescence intensity of the cell. Determination of the fluorescence intensity of 
the whole cell can thus be used to conclude on the number of copies of a genetic locus with inserted 
BiFCROS array. To verify this assumption, an experimental set up was generated with a strain that 
contains one copy (SM65) and a strain which contains two copies of the OL1/UAS hybrid FROS array 
(SM153). The second copy of the array was embedded on an additional synthetic, secondary 
chromosome pMA301. Fluorescence microscopy measurements of the two strains revealed 
significantly increased fluorescence intensity for the strain with two copies of the array compared to 
the intensity of the strain with only one copy (Fig. 6).  
 
Fig. 6: Fluorescence signals of cells with one or two copies of the OL1/UAS hybrid FROS array. Mean 
fluorescence intensities of cells versus cell area are plotted as indicated. Strain SM153 contains a 
replicon (pMA301) with an additional copy of the OL1/UAS hybrid FROS array, strain SM153 and strain 
SM65 contain only one copy of the OL1/UAS hybrid FROS array. SM158 additionally contains a replicon 
(pMA310) without an additional copy of the OL1/UAS hybrid FROS array as a control. All strains contain 
BiFC construĐts ʄĐI fused to the N-terminal fragment of mVenus and Gal4 fused to the C-terminal 
fragment of mVenus. Fluorescence microscopy was performed with cells grown in AB-sodium acetate 
medium. Exposure time was set to 600 ms. Approximately 1000 cells per strain were recorded. 
Quantification of fluorescence signals was done by MicrobeJ and data analyses by R. Mean intensity of 
cells of strain SM57 that contains BiFC constructs with split mVenus without OL1/UAS hybrid FROS 
array was determined as background signal and subtracted from cell intensities of strain SM153, 
SM158 and SM65. Cells were grouped according to their cell area with moving windows of 10 pixels. 
Groups with ten or more cells were considered for analysis. Average values of three independent 
experiments are shown. Standard deviation was not plotted for clarity reasons.  
To rule out that the synthetic chromosome contributes to the fluorescence in any way, a control strain 






























SM153 (two copies of hybrid FROS
array (one on chromosome, one on
additional replicon) & BiFC
constructs with split mVenus)
SM158 (one copy of the hybrid
FROS array & BiFC constructs with
split mVenus & replicon w/o hybrid
FROS array)
 SM65 (one copy of hybrid FROS
array & BiFC constructs with split
mVenus)
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secondary chromosome without a BiFCROS array (SM158). The fluorescence intensities of this strain 




Observation of spatial and temporal organization of the DNA within the cell is important to gain 
insights into cellular processes like DNA replication or chromosome segregation. In any measuring 
system an optimal signal to background ratio is desirable. Although FROS is a commonly used 
application to highlight DNA in vivo, no attempt was made to reduce its background fluorescence. 
Here, we present BiFCROS, a new single-cell method which has a strongly reduced background signal 
and thus improves signal to background ratio. It is based on bimolecular fluorescence 
complementation (BiFC), the ability of a fluorescent protein to be fragmented and complement if in 
close proximity (Fig. 1). Another method to label DNA, based on BiFC, has been established. Stains and 
coworker developed a tool for direct targeting of double –stranded DNA sequences, which is called 
SEER (sequence enabled reassembly of proteins). They used a split GFP fused to two different Zinc 
finger domains, that reconstitute upon binding to designated DNA in vitro (Stains et al., 2005). A 
method to visualize and track RNA in living cells was first invented in eukaryotes, where RNA is more 
readily accessible than DNA, which is located in the nucleus. The method is based on fluorescent-
protein complementation regulated by the interaction of a split RNA-binding protein with its 
corresponding RNA aptamer (Valencia-Burton et al., 2007). The system was successfully transferred to 
E. coli, to study temporal and spatial organization of RNA (Valencia-Burton et al., 2009). Both systems 
also report on less fluorescence background signals compared to analysis with full length fluorescent 
proteins. mVenus was chosen for BiFCROS, because it has fast and efficient maturation time, is less 
sensitive to the environment and Venus-based BIFC showed 10-fold higher fluorescence intensity in 
comparison with signals from eg. EYFP-BiFC (Nagai et al., 2002; Shyu et al., 2006). mVenus fusions were 
constructed with a monomeric variant to prevent dimer formation and to exclude the resulting 
fluorescence signal from the latter. For further improvement of the signal to noise ratio we inserted 
the mutation I152L into the N-terminus of mVenus. The amino acid exchange I152L reduces 
spontaneous self-assembly of the two non-fluorescent C and N-terminal fragments of mVenus 
(Kodama and Hu, 2010). It increases the signal to noise ratio 4-fold in BiFC assays in comparison to 
other mVenus variants (Kodama and Hu, 2010). Experimental data of comparative analyzes of 
fragmented and full-length fusion proteins in different media reveal that the background in BiFCROS 
is significantly reduced in contrast to the conventional FROS (Fig. 5, Fig. S1). Thus, BiFCROS can also 
detect weak signals, which might be covered by the background fluorescence of conventional systems. 
This is a great advancement because fluorescence-based methods generally carry an intrinsic 
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background signal due to autofluorescence of the sample or media. Analyses of BiFCROS were 
performed using fluorescence microscopy. Subsequently data evaluation was rendered using 
MicrobeJ. In order to increase the attractiveness of BiFCROS, cells could be examined by flow 
cytometry. Thus, BiFCROS would become a high throughput analysis process. However, we observed 
less sensitivity of weak fluorescence signals in flow cytometry than in microscopy whereby BiFC signals 
might have to be amplified. It is known that fluorescence proteins GFP and YFP emit in wavelength 
regions in which the autofluorescence is very high (Telford et al., 2012). Alternatively, BiFCROS could 
be performed using another BiFC-compatible fluorescence protein that emits in the far red range like 
dsRed and the improved derivatives e.g mRFP1 (Knop et al., 2002). mRFP1 has already been applied 
successfully in BiFC analyzes (Jach et al., 2006). Besides a low background, BiFCROS should in principle 
allow copy number determination of certain gene loci. Classical methods to determine the copy 
number variation of genes are microarray-CGH, FISH, qPCR, or sequencing (de Bourcy et al., 2014; 
Dryselius et al., 2008; Hill et al., 2012; Scherthan and Loidl, 2010). All methods have in common that 
they are not carried out in vivo. BiFCROS could help remedy this limitation because it allows the 
determination of the number of copies of genetic region in living cells. In order to analyze whether, 
BiFCROS can be applied to determine copy number differences of genetic loci, an additional copy of 
the OL1/UAS hybrid FROS array was located on a synthetic, secondary chromosome in E. coli. 
Fluorescence intensities of cells with one copy of the OL1/UAS hybrid FROS array and two copies clearly 
differ from each other. A linear increase of fluorescence signal intensity was obtained in both strains 
(Fig. 6). Theoretical expectations for copy number analysis of an operator array that is integrated into 
the chromosome, suggests a doubling of fluorescence intensity after replication. If two copies of the 
array are present in the cell, they can also bind and complement twice as many proteins. Thus, at a 
certain cell mass doubling of the fluorescence signal should be detectable. Our data shows no 
significant doubling at a certain cell mass. Hence, further analyzes are necessary to investigate why 
BiFCROS fluorescence intensities increases linearly depending on cell mass.  
 
Acknowledgments 
We thank all members of the Waldminghaus lab, especially Nadine Schallopp for excellent technical 
assistance. We grateful thank W. Margolin, A. Becker, and D. Chattoraj for providing strains and/or 







  3. Ergebnisse  
References  
 
Ammor, M.S., 2007. Recent advances in the use of intrinsic fluorescence for bacterial identification and 
characterization. J Fluoresc. 17, 455-9. 
Axelrod, D., 2001. Total internal reflection fluorescence microscopy in cell biology. Traffic. 2, 764-74. 
Bernard, C.S., Sadasivam, M., Shiomi, D. and Margolin, W., 2007. An altered FtsA can compensate for 
the loss of essential cell division protein FtsN in Escherichia coli. Mol Microbiol. 64, 1289-305. 
Blattner, F.R., Plunkett, G., 3rd, Bloch, C.A., Perna, N.T., Burland, V., Riley, M., Collado-Vides, J., Glasner, 
J.D., Rode, C.K., Mayhew, G.F., Gregor, J., Davis, N.W., Kirkpatrick, H.A., Goeden, M.A., Rose, 
D.J., Mau, B. and Shao, Y., 1997. The complete genome sequence of Escherichia coli K-12. 
Science. 277, 1453-62. 
Chalfie, M., Tu, Y., Euskirchen, G., Ward, W.W. and Prasher, D.C., 1994. Green fluorescent protein as a 
marker for gene expression. Science. 263, 802-5. 
Datsenko, K.A. and Wanner, B.L., 2000. One-step inactivation of chromosomal genes in Escherichia coli 
K-12 using PCR products. Proc Natl Acad Sci U S A. 97, 6640-5. 
de Bourcy, C.F., De Vlaminck, I., Kanbar, J.N., Wang, J., Gawad, C. and Quake, S.R., 2014. A quantitative 
comparison of single-cell whole genome amplification methods. PLoS One. 9, e105585. 
DeLong, E.F., Wickham, G.S. and Pace, N.R., 1989. Phylogenetic stains: ribosomal RNA-based probes 
for the identification of single cells. Science. 243, 1360-3. 
Dryselius, R., Izutsu, K., Honda, T. and Iida, T., 2008. Differential replication dynamics for large and 
small Vibrio chromosomes affect gene dosage, expression and location. BMC Genomics. 9, 559. 
Fekete, R.A. and Chattoraj, D.K., 2005. A cis-acting sequence involved in chromosome segregation in 
Escherichia coli. Mol Microbiol. 55, 175-83. 
Gibson, D.G., Young, L., Chuang, R.Y., Venter, J.C., Hutchison, C.A., 3rd and Smith, H.O., 2009. Enzymatic 
assembly of DNA molecules up to several hundred kilobases. Nat Methods. 6, 343-5. 
Gordon, G.S., Sitnikov, D., Webb, C.D., Teleman, A., Straight, A., Losick, R., Murray, A.W. and Wright, 
A., 1997. Chromosome and low copy plasmid segregation in E. coli: visual evidence for distinct 
mechanisms. Cell. 90, 1113-21. 
Hammar, P., Wallden, M., Fange, D., Persson, F., Baltekin, O., Ullman, G., Leroy, P. and Elf, J., 2014. 
Direct measurement of transcription factor dissociation excludes a simple operator occupancy 
model for gene regulation. Nat Genet. 46, 405-8. 
Hill, N.S., Kadoya, R., Chattoraj, D.K. and Levin, P.A., 2012. Cell size and the initiation of DNA replication 
in bacteria. PLoS Genet. 8, e1002549. 
Jach, G., Pesch, M., Richter, K., Frings, S. and Uhrig, J.F., 2006. An improved mRFP1 adds red to 
bimolecular fluorescence complementation. Nat Methods. 3, 597-600. 
James, P., Halladay, J. and Craig, E.A., 1996. Genomic libraries and a host strain designed for highly 
efficient two-hybrid selection in yeast. Genetics. 144, 1425-36. 
Jiang, C., Brown, P.J., Ducret, A. and Brun, Y.V., 2014. Sequential evolution of bacterial morphology by 
co-option of a developmental regulator. Nature. 506, 489-93. 
Joglekar, A.P., Salmon, E.D. and Bloom, K.S., 2008. Counting kinetochore protein numbers in budding 
yeast using genetically encoded fluorescent proteins. Methods Cell Biol. 85, 127-51. 
Jonas, K., Chen, Y.E. and Laub, M.T., 2011. Modularity of the bacterial cell cycle enables independent 
spatial and temporal control of DNA replication. Curr Biol. 21, 1092-101. 
Joshi, M.C., Bourniquel, A., Fisher, J., Ho, B.T., Magnan, D., Kleckner, N. and Bates, D., 2011. Escherichia 
coli sister chromosome separation includes an abrupt global transition with concomitant 
release of late-splitting intersister snaps. Proc Natl Acad Sci U S A. 108, 2765-70. 
Kerppola, T.K., 2008. Bimolecular fluorescence complementation (BiFC) analysis as a probe of protein 
interactions in living cells. Annu Rev Biophys. 37, 465-87. 
Knop, M., Barr, F., Riedel, C.G., Heckel, T. and Reichel, C., 2002. Improved version of the red fluorescent 
protein (drFP583/DsRed/RFP). Biotechniques. 33, 592, 594, 596-8 passim. 
Kodama, Y. and Hu, C.D., 2010. An improved bimolecular fluorescence complementation assay with a 
high signal-to-noise ratio. Biotechniques. 49, 793-805. 
  3. Ergebnisse  
Lau, I.F., Filipe, S.R., Soballe, B., Okstad, O.A., Barre, F.X. and Sherratt, D.J., 2003. Spatial and temporal 
organization of replicating Escherichia coli chromosomes. Mol Microbiol. 49, 731-43. 
Lesterlin, C., Gigant, E., Boccard, F. and Espeli, O., 2012. Sister chromatid interactions in bacteria 
revealed by a site-specific recombination assay. EMBO J. 31, 3468-79. 
Matzke, A.J., Huettel, B., van der Winden, J. and Matzke, M., 2005. Use of two-color fluorescence-
tagged transgenes to study interphase chromosomes in living plants. Plant Physiol. 139, 1586-
96. 
Messerschmidt, S.J., Kemter, F.S., Schindler, D. and Waldminghaus, T., 2015. Synthetic secondary 
chromosomes in Escherichia coli based on the replication origin of chromosome II in Vibrio 
cholerae. Biotechnol J. 10, 302-14. 
Michaelis, C., Ciosk, R. and Nasmyth, K., 1997. Cohesins: chromosomal proteins that prevent 
premature separation of sister chromatids. Cell. 91, 35-45. 
Nagai, T., Ibata, K., Park, E.S., Kubota, M., Mikoshiba, K. and Miyawaki, A., 2002. A variant of yellow 
fluorescent protein with fast and efficient maturation for cell-biological applications. Nat 
Biotechnol. 20, 87-90. 
Robinett, C.C., Straight, A., Li, G., Willhelm, C., Sudlow, G., Murray, A. and Belmont, A.S., 1996. In vivo 
localization of DNA sequences and visualization of large-scale chromatin organization using lac 
operator/repressor recognition. J Cell Biol. 135, 1685-700. 
Salic, A. and Mitchison, T.J., 2008. A chemical method for fast and sensitive detection of DNA synthesis 
in vivo. Proc Natl Acad Sci U S A. 105, 2415-20. 
Scherthan, H. and Loidl, J., 2010. FISH as a tool to investigate chromosome behavior in budding yeast. 
Methods Mol Biol. 659, 363-77. 
Schnell, S.A., Staines, W.A. and Wessendorf, M.W., 1999. Reduction of lipofuscin-like autofluorescence 
in fluorescently labeled tissue. J Histochem Cytochem. 47, 719-30. 
Sherwood, R., Takahashi, T.S. and Jallepalli, P.V., 2010. Sister acts: coordinating DNA replication and 
cohesion establishment. Genes Dev. 24, 2723-31. 
Shyu, Y.J., Liu, H., Deng, X. and Hu, C.D., 2006. Identification of new fluorescent protein fragments for 
bimolecular fluorescence complementation analysis under physiological conditions. 
Biotechniques. 40, 61-6. 
Srivastava, P. and Chattoraj, D.K., 2007. Selective chromosome amplification in Vibrio cholerae. Mol 
Microbiol. 66, 1016-28. 
Srivastava, P., Fekete, R.A. and Chattoraj, D.K., 2006. Segregation of the replication terminus of the 
two Vibrio cholerae chromosomes. J Bacteriol. 188, 1060-70. 
Stains, C.I., Porter, J.R., Ooi, A.T., Segal, D.J. and Ghosh, I., 2005. DNA sequence-enabled reassembly of 
the green fluorescent protein. J Am Chem Soc. 127, 10782-3. 
Straight, A.F., Belmont, A.S., Robinett, C.C. and Murray, A.W., 1996. GFP tagging of budding yeast 
chromosomes reveals that protein-protein interactions can mediate sister chromatid 
cohesion. Curr Biol. 6, 1599-608. 
Telford, W.G., Hawley, T., Subach, F., Verkhusha, V. and Hawley, R.G., 2012. Flow cytometry of 
fluorescent proteins. Methods. 57, 318-30. 
Valencia-Burton, M., McCullough, R.M., Cantor, C.R. and Broude, N.E., 2007. RNA visualization in live 
bacterial cells using fluorescent protein complementation. Nat Methods. 4, 421-7. 
Valencia-Burton, M., Shah, A., Sutin, J., Borogovac, A., McCullough, R.M., Cantor, C.R., Meller, A. and 
Broude, N.E., 2009. Spatiotemporal patterns and transcription kinetics of induced RNA in single 
bacterial cells. Proc Natl Acad Sci U S A. 106, 16399-404. 
Van de Lest, C.H., Versteeg, E.M., Veerkamp, J.H. and Van Kuppevelt, T.H., 1995. Elimination of 
autofluorescence in immunofluorescence microscopy with digital image processing. J 
Histochem Cytochem. 43, 727-30. 
Waters, J.C., 2009. Accuracy and precision in quantitative fluorescence microscopy. J Cell Biol. 185, 
1135-48. 
Wei, T. and Dai, H., 2014. Quantification of GFP signals by fluorescent microscopy and flow cytometry. 
Methods Mol Biol. 1163, 23-31. 
  3. Ergebnisse  
Wery, M., Woldringh, C.L. and Rouviere-Yaniv, J., 2001. HU-GFP and DAPI co-localize on the Escherichia 
coli nucleoid. Biochimie. 83, 193-200. 
Williams, A., Spilianakis, C.G. and Flavell, R.A., 2010. Interchromosomal association and gene 
regulation in trans. Trends Genet. 26, 188-97. 
Zickler, D. and Kleckner, N., 1999. Meiotic chromosomes: integrating structure and function. Annu Rev 



























Fig. S1: Increased signal/background ratio with split mVenus compared to full length mVenus can be 
reproduced. Cells with OL1/UAS hybrid FROS array and ʄĐI fused to full leŶgth mVenus (highlighted in 
red, strain SM77) or BiFC ĐoŶstruĐts ʄĐI fused to the N-terminal fragment of mVenus and Gal4 fused 
to the C-terminal fragment of mVenus (highlighted in green, strain SM65) were analyzed. A, B, D, E 
Frequency distribution of all pixel fluorescence intensities. Only cells with intensities below 65000 and 
> 5-fold signal to background ratio were analyzed (mean of 10% pixels with highest (signal)/ mean of 
50% pixels with lowest intensity (background)). Left panel presents analysis with OL1/UAS hybrid FROS 
array aŶd ʄĐI fused to full leŶgth ŵVeŶus. Middle paŶel shoǁs aŶalǇsis of OL1/UAS hybrid FROS array 
aŶd ʄĐI fused to the N-terminal fragment of mVenus and Gal4 fused to the C-terminal fragment of 
mVenus. C, F Scatter plots of mean fluorescence intensity of the highest 10% pixel versus mean 
fluorescence intensity of the lowest 50% pixel within individual cells. Values above 65000 on x-axis and 
above 15000 on y-axis were removed. Top panels: fluorescence microscopy was performed in AB-
glucose medium with exposure times of 50 ms for full length mVenus and 200 ms for split mVenus. 
Lower panels: fluorescence microscopy was performed in AB-Sodium acetate medium with exposure 
times of 50 ms for full length mVenus and 600 ms for split mVenus. Quantification of fluorescence 
signals was done by MicrobeJ and data analyses by R with custom R scripts. Cell numbers of each plot 
are indicated by color coded #. 
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Table S1: Strains used in this study.  
Strain Relevant genotype and additional 
characteristics 
Resistance Reference 
E. coli  
XL1-Blue 
recA1 endA1 gyrA96 thi-1 hsdR17 supE44 












MATa, trp1-901, leu2-3, leu2-112, 
ura3-52, his3-200, gal4Δ, gal80Δ, 
GAL2-ADE2, LYS2::GAL1HIS3, 
met2::GAL7-lac 
 (James et al., 1996)  
SM29 MG1655, tnaA(74-1319)::OL1/UAS hybrid 
FROS array, kanR 
kanamycin This study  
SM57 MG1655 + pMA270 ampicillin This study 
SM65 SM29 + pMA270 kanamycin, 
ampicillin 
This study 
SM69 MG1655 + pMA275 ampicillin This study 
SM70 MG1655 + pMA276 ampicillin This study 
SM77 SM29 + pMA275 kanamycin, 
ampicillin 
This study 
SM126 MG1655 + pWM2060 amp This study 









Table S2: Replicons used in this study.  
Plasmid  Characteristics  Resistance  Reference  
pKD46 bla, ara, oriR101, 
rep101ts ampicillin (Datsenko and Wanner, 2000) 
pUC57-kan Cloning vector kanamycin GenScript, Piscataway 
Township, NJ, USA 
pUC19 Cloning vector ampicillin Anke Becker 
pPS19 pDS132, PBAD lacI-eyfp 




(Srivastava et al., 
2006) 
pGBKT7 E. coli / S. cerevisiae 
Shuttle Y2H vector 
kanamycin Clonetech 
pBad24-LacI-venus venus fluorophor ampicillin (Hammar et al., 2014)  
synVicII-0.1 oriR6K, 2µ ori, URA-3 ampicillin (Messerschmidt et al., 2015) 
synVicII-1.3 synVicII-1.0 PA1/04/03-
RBSII-gfp(AAV) 
ampicillin (Messerschmidt et al., 
2015) 
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pWM2060 pTrc99A , promoter 
down mutations in -35 
and -10  
ampicillin Provided by W. 
Margolin 
(Bernard et al., 2007) 
pMA164 pUC57 kan + OL1/UAS 
hybrid FROS array 
kanamycin This study 
pMA165 pMA164 + tnaA-
OL1/UAS hybrid FROS 
array-tnaA  
kanamycin This study 
pMA182 synVicII-1.3, amp::cat chloramphenicol This study 
pMA252 pMA164, 
ColE1::oriR6K 
kanamycin This study 
pMA270 pWMϮϬϲϬ ǁith ʄĐI 
fused to N-terminal 
fragment of mVenus, 
Gal4 fused to C-
terminal fragment of 
mVenus 
ampicillin This study 
pMA275 pWMϮϬϲϬ, ʄĐI fused 
to full length mVenus 
ampicillin This study 
pMA276 pWM2060, Gal4 fused 
to full length mVenus 




chloramphenicol This study 
pMA310 pMAϭϴϮ Δgfp chloramphenicol This study 
 












































Die Mehrheit aller Bakterien verfügt über ein zirkuläres Chromosom, welches von einem 
Replikationsursprung repliziert wird (Gao and Zhang, 2007; Stanier and Van Niel, 1962). Das 
eukaryotische Genom umfasst hingegen zahlreiche lineare Chromosomen, die mehr als einen 
Replikationsursprung enthalten (Bell and Dutta, 2002). Das gramnegative Bakterium E. coli toleriert 
einen zweiten Replikationsursprung auf dem Chromosom (Wang et al., 2011). Dieser kann zusätzlich 
zum nativen Replikationsursprung replizieren und ist zudem in der Lage, als alleiniger 
Replikationsursprung auf dem Chromosom zu fungieren (Ivanova et al., 2015; Wang et al., 2011). Des 
Weiteren ist E. coli in der Lage ein lineares Chromosom stabil zu vererben (Cui et al., 2007; Liang et al., 
2013). Ob es möglich ist, das Genom von E. coli weiter umzustrukturieren, um es so dem 
eukaryotischen Genom weiter anzunähern und wie die DNA-Replikation dieser Rekonstruktionen, 
welche essentiell für die stabile Vererbung des Erbguts ist, abläuft, ist deshalb eine spannende Frage. 
In der vorliegenden Arbeit wurden E. coli Stämme mit multiplen Replikationsursprüngen und multi-
chromosomale E. coli Stämme bezüglich ihrer DNA-Replikation untersucht (Milbredt et al., 2016). 
Zudem sollte eine Methode etabliert werden, mit der es möglich ist die Kopienzahl von Genloki zu 
bestimmen (Schindler et al., 2016)(Kapitel 3.3). In Bezug auf multi-chromosomale Bakterien könnte 
diese Methode die Möglichkeit bieten, zwei oder mehrere Chromosomen innerhalb einer Zelle 
unabhängig voneinander bezüglich der DNA-Replikation zu analysieren. In den folgenden Kapiteln 
sollen die wichtigsten Erkenntnisse dieser Arbeit und ihre Bedeutung diskutiert werden.  
 
4.1 Fortschritt auf Einzelzellniveau: Entwicklung von Methoden zur Kopienzahlbestimmung  
Analysen auf Einzelzellebene bieten den Vorteil, dass die Heterogenität einer Zellpopulation aufgelöst 
wird (Lidstrom and Konopka, 2010). Jede Zelle ist individuell und verfügt über charakteristische 
Merkmale. Auf Einzelzellniveau können seltene Merkmale wie Kopienzahlvariationen, die im 
Populationsmaßstab nicht auffallen, erkannt und analysiert werden. Variationen in der Kopienzahl von 
Genloki können dazu genutzt werden, genetische Prädispositionen zu erkennen oder Individuen 
voneinander zu unterscheiden (Nari, 1995; Redon et al., 2006). Die Anzahl von Kopien eines 
genetischen Lokus innerhalb einer Zelle kann aber auch dazu genutzt werden, den Status der DNA-
Replikation zu bestimmen. So liegt ein Genloki vor der DNA-Replikation in einfacher und nach der DNA-
Replikation in doppelter Kopienzahl vor. Anhand der Kopienzahl kann so Rückschluss auf den 
Replikationsstatus der Zelle gezogen werden. Aufgrund des breiten Anwendungsspektrums von 
Kopienzahlbestimmungen in Eukaryoten und Prokaryoten sollten in der vorliegenden Arbeit neue 
Methoden etabliert werden, die auf Einzelzellebene eine einfache und zuverlässige Kopienzahlanalyse  




ermöglichen. Ansätze für solche Methoden können auf verschiedenen Grundlagen basieren.  
4.1.1 Entwicklung eines fluoreszenzbasierten Reportersystems für die Analyse von Genloki 
Die DNA-Replikation, Chromosomensegregation und Chromosomenfaltung stellen elementare 
Prozesse aller lebenden Zellen dar. Um einen genaueren Einblick in die räumliche und zeitliche 
Organisation der DNA innerhalb der Zelle zu erhalten, kann die DNA markiert werden. Eine Methode 
um die DNA zu markieren ist das Fluorescence Repressor Operator System (FROS). FROS basiert auf 
Fusionen aus einem Repressor und einem Fluoreszenzprotein, die an ein Operator-Array, welches die 
Repressorbindestelle enthält und in die DNA integriert ist, binden (Lau et al., 2003; Robinett et al., 
1996). Durch das Binden der Fusionsproteine an das Operator-Array wird die DNA markiert. Mit Hilfe 
von FROS kann die räumliche und zeitliche Anordnung von Genloki visuell verfolgt und die Kopienzahl 
auf Grund der resultierenden Foci quantifiziert werden (Gordon et al., 1997; Thanbichler and Shapiro, 
2006; Wang et al., 2014). Die Differenzierung ǀoŶ FoĐi kaŶŶ jedoĐh duƌĐh FaktoƌeŶ ǁie „Sisteƌ 
Đhƌoŵosoŵe ĐohesioŶ“ erschwert werden (Joshi et al., 2011; Nielsen et al., 2006). Zudem wurde für 
das konventionelle FROS eine Protein-vermittelte Chromosomenpaarung zwischen den Kopien der 
Operator-Arrays beschrieben (Mirkin et al., 2014). Auf Grund dieser Faktoren können zwei Foci 
möglicherweise nicht getrennt wahrgenommen werden und so zu Missinterpretationen von zellulären 
Vorgängen, wie beispielsweise der Initiation der DNA-Replikation, führen. Eine automatisierte Foci-
Detektion ist mit Programmen wie Oufti oder MicrobeJ möglich (Ducret et al., 2016; Paintdakhi et al., 
2016). Diese ist jedoch zeitintensiv und muss für jede Probe individuell angepasst werden. Die 
angeführten Nachteile limitieren das Anwendugsspektrum von FROS. Deshalb wurde in der 
vorliegenden Arbeit eine neue fluoreszenzbasierte Methode entwickelt, die FROS optimiert und zur 
Kopienzahlbestimmung genetischer Loki eingesetzt werden könnte. BiFCROS (Bimolecular 
Fluorescence complementation and Repressor Operator System) (Kap. 3.3) ist eine neue Methode, die 
auf der bimolekularen Komplementation von zwei nicht-fluoreszierenden Fragmenten eines 
Fluoreszenzproteins basiert, welche an ein hybrid FROS-Array binden (Kap. 3.3). BiFCROS umgeht 
aufgrund der Quantifizierung von Fluoreszenzsignalen ganzer Zellen die aufgeführten Probleme von 
FROS. Durch den Einsatz des hybrid FROS-Arrays und den Fusionen mit N- bzw. C-terminalen 
Fragmenten des Fluoreszenzproteins, ergibt sich nur ein Fluoreszenzsignal, wenn die Fusionsproteine 
an das hybrid FROS-Array gebunden sind (Kap. 3.3). Freie Fusionsproteine fluoreszieren nicht, wodurch 
die Hintergrundfluoreszenz sehr gering ist (Kap. 3.3). Die Fluoreszenzintensität der Zelle sollte somit 
proportional mit der Anzahl an Kopien des hybrid FROS-Arrays ansteigen, sodass ein oder zwei Foci 
anhand der Intensitätsunterschiede differenziert werden könnten. Mit Hilfe des konventionellen FROS 
kann diese Messung nicht durchgeführt werden, weil Volllängen Fluoreszenzproteine unabhängig von 
ihrer Bindung an das FROS-Array fluoreszieren und so das Hintergrundsignal deutlich erhöht ist. Für 




die Auswertung der fluoreszenzmikroskopischen Daten von BiFCROS müssen keine Foci gezählt 
werden, sondern Zellumriss determiniert und die Fluoreszenzintensität innerhalb dieser Fläche 
bestimmt werden (Kap. 3.3). Alternativ könnten die Fluoreszenzintensitäten der Zellen mittels 
Durchflusszytometrie bestimmt werden, wodurch BiFCROS als Hochdurchsatz-Analyseverfahren 
genutzt werden könnte. Für BiFCROS konnte gezeigt werden, dass Zellen mit einer oder zwei Kopien 
des hybrid FROS-Arrays unterschiedliche Fluoreszenzintensitäten aufweisen (Kap. 3.3). Jedoch steigt 
die Fluoreszenzintensität mit der Zellgröße linear an. Wäre die Fluoreszenzintensität abhängig von der 
Kopienzahl müsste diese sprunghaft ansteigen, nachdem das hybrid FROS-Array repliziert wurde. Die 
Ergebnisse könnten darauf hinweisen, dass das Operator-Array als Plattform dient, an die die 
Fusionsproteine binden, sich komplementieren und nach einer gewissen Zeit wieder lösen, sodass ein 
nächstes Pärchen binden kann. BiFC ist sowohl in vitro als auch in vivo ein irreversibler Prozess (Shyu 
and Hu, 2008). Haben sich der N- und C-Terminus eines fragmentierten Fluoreszenzproteins 
komplementiert, wird diese Assoziation beibehalten (Kerppola, 2008). Uŵ die „sigŶal to Ŷoise ƌatio“ 
von BiFCROS zu verbessern, könnte ein zweites, anderes hybrid FROS-Array auf dem Chromosom 
integriert werden (Abb. 5 A). Die entsprechenden Proteine werden mit einem andersfarbigen 
Fluoreszenzprotein fusioniert, sodass die Fluoreszenzintensitäten beider Systeme parallel gemessen 
werden könnten. Aufgrund der Position und der daraus resultierenden Kopienzahl im Verlauf der 
Replikation, sollte sich eine unterschiedliche Verteilung der Intensitäten beider hybrid FROS-Arrays 
ergeben (Abb. 5 B + C). Im Rahmen der vorliegenden Dissertation wurde bereits ein zweites hybrid 
FROS-Array basierend auf den Repressoren LacI und TetR und ihren jeweiligen Bindestellen generiert 
(Schindler et al., 2016). Um weitere hybrid FROS-Arrays zu bauen, um mehr als zwei Loki zu analysieren, 
werden auch weitere Repressor-Operator Paare benötigt. Generell ist die Auswahl an diesen Paaren 
jedoch limitiert. Voigt und Kollegen haben deshalb in einer Studie gezielt neue Repressor-Operator 
Paare der TetR-Familie gesucht und getestet (Stanton et al., 2014). Diese könnten für den Aufbau von 
neuen hybrid FROS-Arrays verwendet werden. In dieser Arbeit wurden zwei hybrid FROS-Arrays 
generiert (Schindler et al., 2016)(Kapitel 3.3). In beiden Klonierungsprozessen konnten deutliche 
Abbauprodukte der hybrid FROS-Arrays detektiert werden. Dieses Problem kann auf die initiale 
Oligonukleotidsynthese zurückgeführt werden, die neben den korrekten Sequenzen auch verkürzte 
Sequenzen enthalten. Verkürzte Oligonukleotide können während der Synthese entstehen, wenn die 
SĐhutzgƌuppe aŵ ϱ͚-Ende der Oligonukleotidkette nicht abgelöst wird. Deshalb ist die regelmäßige 
Verifizierung für den Aufbau eines hybrid FROS-Arrays essentiell. Für das LacO/TetO hybrid FROS-Array 
konnte mittels fluoreszenzmikroskopischer Analysen nachgewiesen werden, dass beide Repressoren 
an das Operator-Array binden (Schindler et al., 2016). 





Abbildung 5: Verbesserung der „sigŶal to Ŷoise ratio͞. A Schematische Darstellung des E. coli 
Chromosoms mit zwei verschiedenen hybrid FROS-Arrays (orange und blau markiert). Der 
Replikationsursprung ist indiziert. B Verlauf der Fluoreszenzintensität in Abhängigkeit zur DNA-
Replikation. Wird ein Operator-Array repliziert, steigt die Fluoreszenzintensität um den Faktor 2 an. 
Die Fluoreszenzintensität von Array 1 wird in orange und Array 2 in blau dargestellt. C Das Verhältnis 
der Fluoreszenzintensität von Array 1/Array 2 wird in orange dargestellt.  
Fluoreszenzmikroskopische Analysen mit den Fusionen aus dem N- bzw. C-Terminus von mVenus und 
LacI und TetR ergaben jedoch kein distinktes Fluoreszenzsignal (vergl. Kap. 3.3). Die Komplementation 
von mVenus durch das Binden der Repressoren an das LacO/TetO-Array konnte somit nicht bestätigt 
werden. Das diffuse Fluoreszenzsignal könnte auf das Expressionslevel der Fusionen mit LacI und TetR 
zurückgeführt werden. Diese werden Plasmid-basiert exprimiert. Um das Expressionslevel zu 
verändern, wurden unter anderem der Replikationsursprung und der Promotor ausgetauscht. Beide 
Ansätze lieferten schwache distinkte Signale gepaart mit einem starken diffusen Signal, welches sich 
über die ganze Zelle erstreckte. Füƌ die IŶduktioŶ deƌ FusioŶspƌoteiŶe ŵit λĐI uŶd Galϰ ǁuƌde eiŶ IPTG 
induzierbarer, synthetischer Promotor verwendet (Kap. 3.3) (Bernard et al., 2007). Für die Induktion 
von LacI konnte dieser Promotor nicht verwendet werden, weil IPTG die Konformation des Repressors 
verändert und dieser somit nicht mehr an das Operator-Array binden würde (Wilson et al., 2007).  
 
4.1.2 Charakterisierung der DNA-Replikation mit Hilfe von Click-Chemistry 
Mit Hilfe von Click-Chemistry können sowohl der arbeitsintensive Aufbau und die genomische 
Integration eines hybrid FROS-Arrays als auch die Expression der Fusionsproteine des BiFCROS 
Verfahrens umgangen werden. Click-Chemistry basiert auf dem Thymidin-Analogon EdU (5-Ethin-2-
deoxyuridin), welches in die DNA eingebaut wird und einem Fluorochrom-markierten Alkin, welches 
in einer Cyclo-Addition an das Analogon gebunden wird (Salic and Mitchison, 2008). Die neu 
synthetisierte DNA wird somit an jeder Replikationsgabel markiert und die DNA-Synthese kann anhand 
der eingebauten Fluoreszenz nachgewiesen werden (Salic and Mitchison, 2008). Diese Methode 
konnte bereits in Eukaryoten und Prokaryoten angewandt werden, um replizierende Chromosomen 
zu visualisieren und die DNA-Replikation nachzuweisen (Buck et al., 2008; Darzynkiewicz et al., 2011; 
Dimude et al., 2015; Ferullo et al., 2009). Um die DNA-Replikation genauer zu charakterisieren könnte 




das durch Click-Chemistry entstehende Fluoreszenzsignal quantifiziert werden. Theoretisch könnte das 
Fluoreszenzsignal Aufschluss darüber geben, wie viel EdU in die DNA integriert wurde um daraus 
abzuleiten, wie viele Replikationsgabeln in der Zelle vorliegen. Mit Hilfe der Quantifizierung der 
Fluoreszenzsignale von Click-Chemistry könnte es möglich sein, die DNA-Replikation anhand der 
Replikationsgabeln zu charakterisieren, jedoch ist es nicht möglich spezifischen Genloki zu analysieren. 
Die DNA-Replikation kann mittels Click-Chemistry auf globalem Level jedoch nicht auf lokalem Level, 
das heißt auf Genniveau, analysiert werden, wodurch das Anwendungsspektrum von Click-Chemistry 
limitiert wird. Click-Chemistry und BiFCROS erfordern zunächst eine chemische Behandlung der Zelle 
oder eine Genommanipulation, die die DNA-Replikation beeinflussen könnten. Eine Methode die 
dieses Problem umgeht ist Linker-counting. 
 
4.2 Ein neuer Ansatz um die Kopienzahl von chromosomalen Elementen anhand von 
kurzen, individuellen Sequenzen zu bestimmen 
Anhand von Einzelzellanalysen können individuelle Merkmale genau untersucht werden (Lidstrom and 
Konopka, 2010). Seltene Merkmale, die bei Analysen von mehreren Zellen nicht auffallen, werden so 
erkannt. Allerdings beträgt der DNA- und RNA-Gehalt einer einzelnen Zelle nur wenige Femto-
Pikogramm (Raghunathan et al., 2005). Diese Menge ist bei weitem nicht genug für Anwendungen wie 
Sequenzierungen oder Microarray-basierte komparative genomische Hybridisierung (CGH) (Huang et 
al., 2015). Die vorliegende Gesamt-DNA/RNA einer Zelle kann aber mittels Whole Genome 
Amplification (WGA) angereichert werden. WGA-Ansätze können in PCR-basierte und isothermale 
Methoden unterteilt werden. Zu den PCR-basierten Methoden zählt die DOP-PCR (Degenerate 
Oligonucleotide–Primed Polymerase Chain Reaction), die degenerierte Primer für die Amplifizierung 
verwendet (Telenius et al., 1992). Auf diese Weise konnten bereits erfolgreich Nanogramm von einem 
humanen Genom amplifiziert werden (Cheung and Nelson, 1996). MDA (Multi Displacement 
Amplification) ist eine isothermale WGA-Methode (Dean et al., 2001). Es basiert auf zufälligen 
Hexameren, die als Primer eingesetzt werden und einer φϮ9 DNA-Polymerase, die eine starke 
Strangverdrängungsaktivität aufweist, um in einer isothermalen Reaktion die DNA anzureichern. Im 
Gegensatz zur DOP-PCR liefert MDA eine höhere Leseabdeckung des Genoms, für beide Ansätze wird 
jedoch eine ungleiche Anreicherung der DNA-Fragmente beschrieben (Huang et al., 2015). Das heißt, 
einige DNA-Abschnitte werden häufiger amplifiziert als andere. Ausgehend von einer Einzelzelle, in der 
eine einzige Kopie des Genoms vorliegt, kann diese ungleichmäßige Amplifizierung das Ergebnis von 
Kopienzahlanalysen. Deshalb wurde in der vorliegenden Arbeit ein alternativer Ansatz entwickelt, um 
die ungleiche Anreicherung durch eine indirekte Quantifizierung von Genloki anhand definierter DNA-
Sequenzen zu umgehen. Die zu untersuchenden DNA-Fragmente könnten mit kurzen, individuellen 




Sequenzen, sogenannten Linkern, versehen und die DNA-Linker-Konstrukte gezielt angereichert 
werden. Anhand der Anzahl von verschiedenen Linkern könnte so die Anzahl an Genloki in der 
vorliegenden Probe bestimmt werden. Eine Gegenüberstellung der Kopienzahlbestimmung mittels 
MDA und der Linker-basierten Methode ist in Abbildung 6 aufgezeigt. Mit der Linker-basierten 
Methode sollte es theoretisch möglich sein, die verzerrte Kopienzahlbestimmung der WGA-Methoden 
zu umgehen und die Kopienzahl mehrerer, genetischer Loki parallel in einer Reaktion zu bestimmen.  
 
Diese Grundidee wurde im Rahmen der vorliegenden Dissertation unter dem Arbeitstitel Linker-
counting bearbeitet. Die Methode basiert auf einem Set aus zwölf Linkern mit einer Länge von 21 bp, 
deren DNA-Sequenzen sich komplett voneinander unterscheiden (Abb. 7). Wird ein bestimmter Lokus 
mittels Linker-counting analysiert, wird die chromosomale DNA einer einzigen Zelle mit dem 
Restriktionsenzym MseI verdaut, wodurch DNA-Fragmente zwischen 500 und 1000 bp entstehen (Abb. 
7, 1.). Der entstehende Überhang der DNA-Fragmente ist kompatibel mit den Linkern, sodass diese 
gezielt an die DNA-Fragmente ligiert werden können (Abb. 7, 2.). Liegt der zu untersuchende Lokus in 
zwei Kopien in der Zelle vor, so steigt die Wahrscheinlichkeit, dass zwei verschiedene Kombinationen 
von Linkern an die DNA-Fragmente ligiert werden. Zur Vervielfältigung der DNA-Fragmente erfolgt eine 
PCR mit Linker-spezifischen Primern (PCR1) (Abb. 7, 3.). Im nächsten Schritt wird die angereicherte 
Bibliothek von DNA-Fragmenten in ein Plasmid kloniert, um eine unspezifische Anreicherung in 
folgenden PCRs zu verhindern (Abb. 7, 4.). Die Plasmid-Bibliothek ist dann Template für eine zweite 
PCR mit einem Plasmid-spezifischen und einem Genlokus-spezifischen Oligonukleotid (PCR2) (Abb. 7, 
5.). In einer dritten PCR werden die DNA-Fragmente von Interesse mit einem Plasmid-spezifischen und 
Abbildung 6: Vergleich von MDA 
und der Linker-basierten Methode 
zur Bestimmung von Kopienzahlen. 
Zu untersuchende Genloki sind blau 
und grün markiert. MDA bestimmt 
die Kopienzahl anhand der Anzahl 
an Amplikons, die Linker-basierte 
Methode bestimmt die Anzahl 
anhand der verschiedenen Linker-
Sequenzen.  





Abbildung 7: Prinzip von Linker-counting. Linker-counting wird am Beispiel eines replizierenden 
Chromosoms dargestellt. Mit einem nicht replizierenden Chromosom wird analog verfahren. Die 
einzelnen Schritte von Linker-counting sind grau hinterlegt und werden im Text ausführlich 
beschrieben. Zu untersuchende Genloki sind farblich markiert. Die Linker1-12 werden durch 
unterschiedliche Symbole (2.) dargestellt. Der blaue und magenta-farbene Genlokus liegen zweimal in 
der Zelle vor. Durch die Ligation mit zwei unterschiedlichen Linkern sind nach der 
gelelektrophoretischen Auftrennung der zwölf D-PCR-Produkte zwei Fragmente mit einer Größe von 
100 bzw. 200 bp zu erkennen. Der grüne und orange-farbene Lokus liegen mit einer Kopie in der Zelle 
vor und können nur einmal in der D-PCR nachgewiesen werden. Ein Chromosom, das nicht repliziert, 
enthält alle Genloki in einfacher Kopie. Mit den 3͚ angefügten Linkern wird analog verfahren. 
 
Die letzte PCR, D-PCR, erfolgt mit einem Oligonukleotid, das an den Linker bindet und mit 
Oligonukleotiden, die spezifisch an die zu untersuchenden Genloki binden (Abb. 7, 7.). Mehrere 
Genloki können so in einer Reaktion nachgewiesen werden. Insgesamt werden zwölf D-PCRs 
durchgeführt, da eingangs auch zwölf verschiedene Linker-Sequenzen an die DNA-Fragmente ligiert 
wurden. Ist das Linker-spezifische Oligonukleotid kompatibel mit dem vorliegenden DNA-Fragment in 
der Probe, entsteht ein Amplikon. Nach der gelelektrophoretischen Auftrennung der D-PCR-Produkte 
können die Genloki anhand der eingesetzten Kombination aus Linker-spezifischen Oligonukleotiden 
und der Anzahl an spezifischen Amplikons quantifiziert werden (Abb. 7, 8.). Liegt ein Lokus in mehreren 
Kopien vor, sollten pro Kopie unterschiedliche Linker-Kombinationen nachgewiesen werden. Dies 
sollte anhand von spezifischen Amplikons in verschiedenen PCRs (PCR1-12) zu beobachten sein (Abb. 
7, 8.). Theoretisch sollte es möglich sein zwischen Chromosomen zu unterschieden, die replizieren bzw. 
nicht replizieren (Abb. 7). Neben der Gelelektrophorese könnte die Kopienzahl der Genloki auch durch 
Illumina-Sequenzierung bestimmt werden (Quail et al., 2009). Um eine Illumina-kompatible DNA-
Bibliothek zu erhalten, könnte durch die Verwendung der Taq-Polymerase oder dem Klenow-Fragment 
ein A-Nukleotid aŶ die ϯ͛-Enden der DNA-Fragmente (Abb. 7, 3.) angefügt werden. Illumina-Adaptoren 
ŵit eiŶeŵ üďeƌhäŶgeŶdeŶ ϯ͚-T-Nukleotid könnten an die DNA-Bibliothek ligieren, sodass 
nachfolgende Schritte für die Illumina-Sequenzierung ausgeführt werden könnten (Illumina® 
Technology). Das Auslesen der Kopienzahlen mit Hilfe der Illumina-Sequenzierung oder der PCR-
basierten Methode würde Linker-counting zu einem Hochdurchsatz-Analyseverfahren machen. Linker-
counting könnte generell für die Analyse von Kopienzahlen in allen Domänen des Lebens eingesetzt 
werden. Kopienzahlvariationen (CNVs) sind ubiquitär verbreitet und oft an Krankheitsbildern beteiligt 
(Redon et al., 2006). Eine effiziente und genaue Analyse ist deshalb unerlässlich. Linker-counting stellt 
einen Ansatz dar, mit dem es möglich sein könnte, die Kopienzahl von Genloki zu bestimmen. Für die 
Durchführung der einzelnen Schritte (Abb. 7) werden grundlegende Techniken der Molekularbiologie 
kombiniert, sodass keine besonderen Gerätschaften benötigt werden würden. Demnach würde kein 
großer Kostenaufwand entstehen, sodass die Methode von jedem Laboratorium genutzt werden 
könnte. Im Hinblick auf die Analyse synthetischer Chromosomen und multi-chromosomaler Bakterien 




könnten mittels Linker-counting zwei oder mehr Replikons innerhalb einer Zelle unabhängig 
voneinander auf Einzelzellniveau analysiert werden. Alle acht Schritte des Linker-counting Protokolls 
konnten unabhängig voneinander erfolgreich ausgeführt werden. Dafür wurden jedoch keine 
Einzelzellen verwendet, sondern die aufgearbeitete, genomische DNA einer E. coli Kultur. Um zu 
verifizieren, dass alle Schritte auch miteinander funktionieren, sollte ein geeignetes Testsystem 
verwendet werden. Dieses Testsystem sollte gut zugänglich sein, eine definierte Anzahl an 
Chromosomen aufweisen und keine Substanzen enthalten, die anschließende Prozesse, wie 
Restriktionen, Ligation oder PCR in irgendeiner Form inhibieren. Ein Testsystem, welches über die 
genannten Charakteristika verfügt, wird im Folgenden beschrieben.  
 
4.2.1 Nukleoide als Testsystem für Linker-counting 
2011 verknüpfte die Arďeitsgƌuppe uŵ MiĐhael Wigleƌ „siŶgle Đell aŵplifiĐatioŶ“ ŵit HoĐhduƌĐhsatz-
Sequenzierung und konnte so erfolgreich CNVs von Brustkrebszellen zweier Individuen determinieren 
(Navin et al., 2011). Dabei verwendeten sie als Ausgangsmaterial keine intakten Zellen, sondern nur 
Zellkerne, die sie mittels Fluorescence-Activated Cell Sorting (FACS) detektierten und sortierten. Auch 
andere Gruppen verwendeten Nuclei als Template für Einzelzellanalysen (Navin et al., 2011). Die 
Verwendung von Nuklei statt ganzer Zellen bietet den Vorteil, dass inhibierende Wirkungen von 
Zellbestandteilen oder Puffer, die zur Zelllyse genutzt werden, vermieden wird. Prokaryoten enthalten 
im Gegensatz zu eukaryotischen Zellen keinen Zellkern, jedoch verfügen sie über ein Kern-ähnliches 
Organell, das Nukleoid, welches die Region innerhalb der bakteriellen Zellen beschreibt, in der das 
Chromosom kompaktiert vorliegt (Robinow and Kellenberger, 1994). Das Nukleoid konnte bereits 
erfolgreich aus intakten E. coli Zellen isoliert werden (Cunha et al., 2001; Zimmerman and Murphy, 
2001). Dazu wurde die bakterielle Zelle zunächst lysiert, wodurch Sphäroplasten entstanden. Durch 
einen anschließenden osmotischen Schock wurde das Nukleoid aus den Sphäroplasten gelöst (Cunha 
et al., 2001; Zimmerman and Murphy, 2001). Um ein geeignetes Testsystem für Linker-counting zu 
generieren, wurde im Rahmen der vorliegenden Dissertation die Idee entwickelt Nukleoide aus E. coli 
zu isolieren und diese mittels FACS zu vereinzeln. Um zunächst die Effizienz der Nukleoidisolation aus 
E. coli Zellen zu testen, wurden die verschiedenen Fraktionen, intakte Zellen, Sphäroplasten und 
Nukleoide, mit dem DNA-Farbstoff LDS751 gefärbt und im Durchflusszytometer analysiert. Anhand 
individueller Verteilungsmuster konnte deutlich zwischen intakten Zellen, Sphäroplasten und 
Nukleoiden differenziert werden (Abb. 8). Die identifizierten Nukleoide wurden mittels FACS in 96-
well-PlatteŶ soƌtieƌt, sodass pƌo „ǁell“ eiŶ Nukleoid ǀoƌlag. Diese ǀeƌeiŶzelteŶ Nukleoide sollteŶ 
genutzt werden um Linker-counting durchzuführen. Es gelang jedoch nicht die zuvor beschriebenen 
Schritte dieser Methode im Einzelnen zu etablieren. 












Abbildung 8: Differenzierung zwischen Zellen (rot), Sphäroplasten (blau) und Nukleoiden (orange) 
anhand durchflusszytometrischer Muster. Die Proben wurden mit LDS751 gefärbt. A Dot plot der 
verschiedenen Populationen B Histogramm der verschiedenen Populationen.  
Alle durchgeführten PCRs lieferten keine oder unspezifische Ergebnisse. Auch zwei aufeinander 
folgende PCRs - um die Anreicherung zu erhöhen - lieferten ähnliche Ergebnisse. Unspezifische 
Amplikons sowie eine fehlende Reproduzierbarkeit der Ergebnisse können auf Kontaminationen 
zurückgeführt werden, da die Gewinnung, Sortierung und Analyse der Nukleoide nicht unter sterilen 
Bedingungen durchgeführt wurden. Es wird deutlich, dass Einzelzellanalysen aufgrund des geringen 
Ausgangsmaterials fehleranfällig sein können. 
 
4.3 Die „Eukaryotisierung͞ von Escherichia coli – ein Gedankenexperiment 
Eukaryoten und Prokaryoten unterscheiden sich in vielerlei Hinsicht voneinander. Die genomische DNA 
der Eukaryoten ist in linearen Chromosomen angeordnet, die mitochondriale DNA ist hingegen zirkulär 
(Taanman, 1999). Es wird postuliert, dass die Linearität essentiell für die Meiose ist, in der Homologe 
gepaart und akkurat verteilt werden (Ishikawa and Naito, 1999). Zirkuläre Chromosomen würden 
wahllos verteilt, weil diesen die homologen Bereiche, die Centrosomen, fehlen (Ishikawa and Naito, 
1999). Die Mehrheit der Bakterien prozessiert ein einziges zirkuläres Chromosom (Bendich and Drlica, 
2000). Die DNA-Replikation startet auf eukaryotischen Chromosomen an mehreren Positionen, 
wohingegen bakterielle Chromosomen nur einen Replikationsursprung besitzen (Robinson and Bell, 
2005). Warum die Natur diese distinkte Organisation der Genome in Pro- und Eukaryoten generiert 
hat, ist eine spannende Frage. AufsĐhluss köŶŶteŶ EǆpeƌiŵeŶte liefeƌŶ, die die „Eukaryotisierung“ von 
Prokaryoten oder vice versa fokussieren. Studien konnten zeigen, dass zirkuläre Chromosomen in 
Eukaryoten instabil sind (Ishikawa and Naito, 1999). Die zirkuläre Organisation von Chromosom III der 
Hefe Saccharomyces cerevisiae konnte nur in einem diploiden Stamm aufrechterhalten werden, ein 
haploider Stamm zeigte starke Wachstumsdefekte (Haber et al., 1984). Die geringere Größe und 
Komplexität und die resultierende bessere genetische Manipulierbarkeit des bakteriellen Genoms, 
spricht hiŶgegeŶ füƌ eiŶe höheƌe ToleƌaŶz pƌokaƌǇotisĐheƌ SǇsteŵe gegeŶüďeƌ deƌ „EukaƌǇotisieƌuŶg“. 




Ein Gedankenexperiment um die Toleranz von Bakterien hinsichtlich der „Eukaryotisierung“ zu testen 
soll im Folgenden näher ausgeführt werden. Abgeleitet von dem Genom der Bäckerhefe S. cerevisiae 
ist es denkbar, einen E. coli Stamm herzustellen, der 16 lineare Chromosomen statt einem einzigen, 
zirkulären Chromosom enthält (Abb. 9). Im Durchschnitt würde ein Chromosom ca. 290 kbp umfassen. 
Kleine Untereinheiten bieten den Vorteil, dass diese molekularbiologisch besser zugänglich und somit 
genetisch besser manipulierbar sind (Liang et al., 2013; Schindler and Waldminghaus, 2015). 
Modifikationen könnten leichter eingefügt werden. Welche Voraussetzungen für ein lineares 
Chromosom in Prokaryoten geschaffen werden müssten, könnte von natürlichen Vertretern abgeleitet 
werden. 
 
Abbildung 9: „Eukaryotisierung͞ von E. coli. A E. coli Zelle mit einem zirkulären Chromosom. B 
Hefezelle mit 16 linearen Chromosomen im Zellkern. C „Eukaryotisierte“ E. coli Zelle, die 16 lineare 
Chromosomen enthält.  
90% aller sequenzierten Prokaryoten enthalten ihre genetische Information auf einem einzigen, 
zirkulär angeordneten Chromosom (Ochman, 2002). Dazu gehören die Modellorganismen E. coli, 
Bacillus subtilis und Caulobacter crescentus (Blattner et al., 1997; Itaya and Tanaka, 1991; Nierman et 
al., 2001). Zu den übrigen 10% zählt V. cholerae, ein Modellorganismus für die Gruppe der multi-
chromosomalen Bakterien (Heidelberg et al., 2000). V. cholerae gehört zur Familie der Vibrionaceae, 
deren Angehörigen das Genom auf zwei zirkuläre Chromosomen verteilt enthalten (Okada et al., 2005). 
Andere Spezies wie Rhodobacter sphaeroides und Leptospira interrogans enthalten ebenfalls zwei 
zirkuläre Chromosomen (Nascimento et al., 2004; Suwanto and Kaplan, 1989). Das Pflanzenpathogen 
Agrobacterium tumefaciens ist ein „Individualist“ in der Gruppe der multi-chromosomalen Bakterien: 
Es verfügt über ein zirkuläres und ein lineares Chromosom (Allardet-Servent et al., 1993). Borellia 
burgdorferi hingegen war das erste charakterisierte Bakterium mit einem einzigen, linearen 
Chromosom (Ferdows and Barbour, 1989). In der Gattung der Borrelia ist diese Anordnung des Genoms 
hochkonserviert (Casjens et al., 1995). Auch Vertreter der Streptomyceten wie Streptomyces 
coelicolor und Streptomyces avermitilis verfügen über ein lineares Chromosom (Galperin, 2007). Allen 
Chromosomen, zirkuläre oder linear ist gemein, dass für deren Vererbung die Duplikation extrem 
wichtig ist (Robinson and Bell, 2005). Ein Replikationsursprung ist deshalb essentiell für ein 
Chromosom. Dieser ist sowohl auf zirkulären als auch linearen Bakterienchromosomen so angeordnet,  




dass beide Replichors, ausgehend von der bidirektionalen DNA-Replikation, ungefähr gleich lang sind 
(Musialowski et al., 1994; Picardeau et al., 1999; Prescott and Kuempel, 1972). Für das 
GedaŶkeŶeǆpeƌiŵeŶt zuƌ „EukaƌǇotisieƌuŶg“ ǀoŶ E. coli sollen 16 lineare Chromosomen prozessiert 
werden. Dafür müssten zunächst 16 Replikationsursprünge gefunden werden, die alle untereinander 
kompatibel sind. Das heißt, dass die 16 Replikons stabil in einer Zelle koexistieren können und dass die 
Replikationsursprünge nicht um Replikationsfaktoren konkurrieren (Stuitje and Meijer, 1983; 
Yamaguchi et al., 1982). Alle 16 Chromosomen könnten mit einer Kopie des oriC ausgestattet werden. 
Es konnte bereits gezeigt werden, dass zwei oriC-Kopien auf dem gleichen Chromosom toleriert 
werden und diese zur gleichen Zeit, also synchron mit der DNA-Replikation beginnen (Ivanova et al., 
2015; Milbredt et al., 2016; Wang et al., 2011). Mehrere Kopien des gleichen Replikationsursprungs 
können jedoch auch zu Problemen führen. Zum einen werden diese Replikationsursprünge immer um 
die gleichen Replikationsfaktoren wie DnaA konkurrieren und zum anderen ist es aufgrund der 
homologen DNA-Sequenz von oriC möglich, dass ein Chromosom in das andere integriert (Lobner-
Olesen, 1999; Messerschmidt et al., 2016 submitted; Skarstad and Lobner-Olesen, 2003). Es wäre 
möglich die oriC-Sequenz derart zu verändern, dass außer den wichtigen Sequenzmotiven wie DnaA-
Boxen, GATCs und der 13-mer AT-reichen Region, die restliche Sequenz variabel gestaltet wird. Dazu 
könnte das Programm MARSeG (Motif Avoiding Randomized Sequence Generator) verwendet werden 
(Schindler et al., 2016). Mit Hilfe dieses Programms könnten die Sequenzen mit hoher Diversität 
designt und gleichzeitig zusätzliche DnaA-Boxen oder GATC-Motive, die die Funktionalität des oriC 
verändern könnten, ausgeschlossen werden. Die unterschiedlichen oriC könnten dann als 
Replikationsursprünge für die 16 Chromosomen fungieren. Ob die variablen oriC ebenfalls zur 
Integration von einem Chromosom führen, könnte durch Evolutionsexperimente analysiert werden. 
Als alternativer Replikationsursprung könnte oriII von V. cholerae fungieren, der bereits als geeigneter 
Replikationsursprung für sekundäre Chromosomen in E. coli identifiziert wurde (Egan and Waldor, 
2003; Liang et al., 2013; Messerschmidt et al., 2015). Es wäre denkbar die oriII-Sequenzen von anderen 
Vertretern der Vibrionaceae wie Vibrio parahaemolyticus oder Vibrio tubiashii für weitere 
Chromosomen zu verwenden (Okada et al., 2005; Richards et al., 2014). Es konnte jedoch bereits durch 
Konjugationsassays gezeigt werden, dass diese Replikationsursprünge nicht stabil in einer Zelle ko-
existieren können (Messerschmidt, pers. Kommunikation). Das α-Proteobakterium Sinorhizobium 
meliloti enthält neben dem Hauptchromosom zwei Megaplasmide, pSymA und pSymB, deren 
Replikationsursprünge charakterisiert wurden und zeigen, dass sie, genauso wie das 
Hauptchromosom, nur einmal pro Zellzyklus mit der DNA-Replikation beginnen (Frage et al., 2016). 
Theoretisch könnten die Replikationsursprünge der Megaplasmide für zwei der 16 Chromosomen 
verwendet werden. Es konnte jedoch bereits gezeigt werden, dass die repABC-basierten 
Replikationsursprünge der Megaplasmide von S. meliloti nicht in der Lage sind in E. coli zu replizieren 




(Bartosik, 2001; Bartosik et al., 2001; Lipps, 2008). Es ist also wichtig das Wirtsspektrum von 
Replikationsursprüngen zu berücksichtigen. Für das Wirtsspektrum von Plasmiden gibt es einige 
Studien (del Solar et al., 1996; Jain and Srivastava, 2013). So können Plasmide bezüglich ihrer 
Wirtsspezifität iŶ zǁei KlasseŶ, „Ŷaƌƌoǁ host ƌaŶge“ ;NH‘Ϳ uŶd „ďƌide host ƌaŶge“ ;BH‘Ϳ uŶteƌteilt 
werden (Datta and Hedges, 1972; Krishnapillai, 1988; Mazodier and Davies, 1991; Tardif and Grant, 
1983). Ein Plasmid kann auf eine bestimmte Bakterienart beschränkt sein und repliziert auch in 
verwandten Arten nicht, oder das Plasmid weißt ein breites Wirtsspektrum auf (De Gelder et al., 2007; 
Pinkney and Thomas, 1987). Eine weitere Möglichkeit, um 16 kompatible Replikationsursprünge zu 
identifizieren, wäre die Replikationsursprünge von verschiedenen multi-chromosomalen Bakterien 
untereinander bezüglich ihrer Kompatibilität zu testen. Ein Sequenzvergleich der 
Replikationsursprünge könnte bereits einen Hinweis über die Kompatibilität untereinander geben. 
Dabei könnte es möglich sein, dass ähnliche Sequenzen nicht miteinander kompatibel sind, weniger 
ähnliche hingegen schon. Im Gegensatz zu Prokaryoten verfügen Eukaryoten nicht über einen 
definierten Replikationsursprung. Die Bäckerhefe S. cerevisiae enthält beispielsweise AT-reiche 
Regionen auf den Chromosomen, sogenannte ARS (Autonomously Replicating Sequence), an denen 
der ORC (Origin Recognition Complex) analog zu DnaA in Bakterien bindet und die DNA-Replikation 
einleitet (Robinson and Bell, 2005). Solche DNA-„Hot spots“ köŶŶte es laut eiŶeƌ Studie auĐh iŶ 
Bakterien geben (Gao, 2015). Aufgrund Computer-basierter Analysen wurde postuliert, dass Bakterien 
mehr als nur einen Replikationsursprung auf dem Chromosom tragen und dass an diesen Orten 
Replisomen assemblieren und die DNA-Replikation starten könnten (Gao, 2015). Dass E. coli in der Lage 
ist, generell mehr als einen Replikationsursprung pro Chromosom zu tolerieren und dieser auch aktiv 
repliziert, konnte bereits gezeigt werden (Liang et al., 2013; Milbredt et al., 2016; Wang et al., 2011). 
Es ist bekannt, dass die DNA-Replikation auch unabhängig von einem Replikationsursprung starten 
kann (Hawkins et al., 2013; Kogoma, 1997; Kreuzer and Brister, 2010). Für das Archaeon Haloferax 
vulcanii konnte beispielsweise ein deutlicher Wachstumsvorteil gezeigt werden, wenn kein 
Replikationsursprung auf dem Chromosom vorhanden war und die DNA-Replikation 
Replikationsursprung-unabhängig stattfand (Hawkins et al., 2013). RNase HI defiziente E. coli Stämme 
mit einem deletierten Replikationsursprung waren ebenfalls in der Lage, die DNA-Replikation an 
sogenannten R-Loops, einem dreisträngigen Hybridmolekül aus DNA und RNA, zu starten (Dimude et 
al., 2015; Kogoma, 1997; Maduike et al., 2014). Möglicherweise könnte diese Erkenntnis auf den 
„eukaƌǇotisieƌteŶ“ E. coli Stamm übertragen werden. Statt 16 verschiedene Replikationsursprünge zu 
verwenden, könnten alle Chromosomen in einem RNase HI-defizienten Stamm über R-Loops mit der 
DNA-Replikation starten. Um alle genetischen Informationen stabil zu vererben, müsste sichergestellt 
werden, dass alle Chromosomen einen R-Loop ausbilden. Es konnte gezeigt werden, dass sich R-Loops 
häufig in hochtranskribierten Regionen ausbilden (Maduike et al., 2014). So wäre es denkbar einen 




künstlichen Replikationsursprung auf dieser Grundlage zu entwerfen. Dieser könnte aus dem Promotor 
eiŶeƌ hoĐhtƌaŶskƌiďieƌteŶ ‘egioŶ uŶd eiŶeƌ ǀaƌiaďleŶ, „ŶoŶseŶse“ DNA ďesteheŶ. DuƌĐh die ǀaƌiaďle 
Sequenz wird die Homologie unter den künstlichen Replikationsursprüngen reduziert. Hinter dieses 
Konstrukt sollte ein starker Terminator platziert werden, um die Transkription nachfolgender Gene 
nicht zu beeinflussen. Um zu testen ob dieser künstliche Replikationsursprung überhaupt in E. coli 
funktioniert, könnte er in ein Replikon inseriert werden, welches in der Lage ist, in RNase HI-defizienten 
Zellen zu replizieren und keinen funktionellen Replikationsursprung für E. coli enthält. Zudem sollte 
das Replikon nach Möglichkeit wenige Gene enthalten, damit ausgeschlossen werden kann, dass die 
Initiation der DNA-Replikation möglicherweise von dem Transkriptionsstart an diesen gestartet wird. 
Wird das Replikon stabil vererbt, sollte auch die Initiation der DNA-Replikation durch den künstlichen 
Replikationsursprung funktionieren. Die regulierte Initiation erlaubt eine geordnete DNA-Replikation 
und Segregation. Diese ist sehr wichtig für Organismen wie beispielsweise E. coli und die meisten 
Eukaryoten, deren Ploidie streng geregelt ist (Lindas and Bernander, 2013). Ob die Chromosomen mit 
dem künstlichen Replikationsursprung einmal pro Zellzyklus replizieren, sollte deshalb berücksichtig 
werden.  
NeďeŶ deŵ ‘eplikatioŶsuƌspƌuŶg giďt es ǁeiteƌe FaktoƌeŶ, sogeŶaŶŶte „Chƌoŵosoŵe ŵaiŶteŶaŶĐe 
sǇsteŵs“, die füƌ die AufƌeĐhteƌhaltuŶg uŶd staďile VeƌeƌďuŶg eines bakteriellen Chromosoms von 
Bedeutung sind.  
 
ϰ.ϯ.1 Welche ͞Chroŵosoŵe ŵaiŶteŶaŶce systeŵs͟ ǁerdeŶ auf liŶeareŶ ChroŵosoŵeŶ 
benötigt? 
Füƌ die „EukaƌǇotisieƌuŶg“ solleŶ die linearen Chromosomen stabil in E. coli aufrechterhalten werden. 
Im Folgenden werden einige Systeme und ihre Notwendigkeit für lineare Chromosomen diskutiert, die 
an der Erhaltung und stabilen Vererbung des nativen E. coli Chromosoms beteiligt sind. Für die 
Termination der DNA-Replikation verfügt das zirkuläre Chromosom von E. coli über eine 
Terminationsdomäne (ter) (Duggin et al., 2008). Aufgrund des Protein-DNA Komplexes Tus-ter werden 
die Replikationsgabeln in dieser Region aufgehalten und die Replisomen disassemblieren (Neylon et 
al., 2005). Lineare Chromosomen benötigen hingegen keine Terminationsdomäne, weil die Enden des 
Chromosoms durch Telomere, welche aus repetitiven Sequenzen bestehen, vorgegeben sind 
(Blackburn, 1991). Für die DNA-Replikation ergibt sich durch die lineare Organisation des Chromosoms 
ein Problem. Die DNA-Polymerase kann keine linearen DNA-Fragmente replizieren, weil sie RNA-
Primer als Anfangspunkt für die Synthese benötigt (Hinnebusch and Tilly, 1993). Bei einem linearen 
Chƌoŵosoŵ, ďei deŵ die EŶdeŶ zuŵ SĐhluss ƌeplizieƌt ǁeƌdeŶ, eƌgiďt siĐh eiŶ ϯ͚ ÜďeƌhaŶg, der noch 
aufgefüllt werden muss. Bakterien mit linearen Chromosomen haben zur Bewältigung dieses Problems 
verschiedene Strategien entwickelt (Hinnebusch and Tilly, 1993). Die Gattung der Streptomyceten 




ǀeƌfügt üďeƌ „iŶǀeƌtƌoŶ“ Teloŵeƌe, die iŶǀeƌtieƌte SeƋueŶzǁiedeƌholuŶgeŶ uŶd eiŶ ϱ͚-kovalent 
gebundenes Terminalprotein enthalten, welches an einem noch nicht aufgeklärten Mechanismus 
beteiligt ist, der das rückständige Ende des Folgestrangs nach der DNA-Replikation auffüllt (Chen, 1996; 
Ishikawa and Naito, 1999; Lezhava et al., 1995). Borrelia-Spezies verfügen über kovalent geschlossene 
Hairpin-Strukturen an den Enden ihrer linearen Chromosomen, die nach der Replikation durch ein 
entsprechendes Enzym aufgelöst werden, sodass zwei lineare DNA-Moleküle entstehen (Casjens et al., 
1997; Kitten and Barbour, 1990). Der E. coli Phage N15 nutzt ein ähnliches System, TelN/tos, bestehend 
aus der pallindromischen DNA-Sequenz tos und einer bakteriellen Telomerase TelN, zur Prozessierung 
seines linearen Genoms (Ravin et al., 2003). Mit Hilfe dieses Systems konnte das zirkuläre E. coli 
Chromosom erfolgreich in ein lineares umstrukturiert werden (Cui et al., 2007; Liang et al., 2013). Für 
die Prozessierung des linearen Chromosoms ist die Expression von TelN essentiell (Cui et al., 2007; 
Ravin et al., 2001). Dieser zusätzliche Faktor kostet die Zelle im Gegensatz zu einem zirkulären 
Chromosom mehr Energie. Jedoch bietet das lineare Design eines Chromosoms auch Vorteile, denn 
Systeme, die ein zirkuläres Chromosom benötigt, sind möglicherweise für lineare Chromosomen nicht 
essentiell. Durch die DNA-Replikation können Multimere der DNA-Moleküle entstehen, die für eine 
erfolgreiche Vererbung der DNA zunächst getrennt werden müssen (Lesterlin et al., 2004). Nach der 
Replikation von zirkulären Chromosomen können Catenane entstehen, die an der dif-site, welche sich 
in der Terminationsdomäne befindet, durch den Proteinkomplex der Rekombinasen XerCD aufgelöst 
werden (Blakely et al., 1993; Crozat et al., 2014). Cui et al. konnten zeigen, dass ein E. coli Stamm mit 
einem linearen Chromosom im Gegensatz zum Wildtyp-Stamm keine Wachstumsdefizite aufwies, 
wenn keine bzw. eine mutierte dif-site auf dem Chromosom vorhanden war (Cui et al., 2007). Am 
Beispiel von linearen Chromosomen von B. burgdorferi konnte gezeigt werden, dass während der DNA-
Replikation zirkuläre Zwischenprodukte entstehen, die durch die Telomerase aufgelöst werden 
(Chaconas and Kobryn, 2010). Eine dif-site wird auf linearen Chromosomen demnach nicht benötigt. 
Dies ist konsistent mit Sequenzdaten von natürlich vorkommenden Bakterien mit linearen Genomen 
(Bentley et al., 2002; Fraser et al., 1997). Ein lineares Chromosom sollte demnach auch keine Faktoren 
benötigen, die dafür verantwortlich sind, die dif-site auf dem zirkulären Chromosom zu finden. Die 
Rekombinasen XerCD werden von der Translokase FtsK auf dem zirkulären Chromosom von E. coli 
geführt. FtsK bindet an Sequenzmotive, sogenannte KOPS (FtsK Orienting Polar Sequence), die vom 
Replikationsursprung zur Terminusregion orientiert angeordnet sind, sodass FtsK die Rekombinasen 
XerCD gezielt zum Terminus leiten kann (Bigot et al., 2006). Ein Fehlen oder eine fehlerhafte 
Anordnung der KOPS kann dazu führen, dass XerCD nicht rekrutiert wird und Dimere nicht mehr gelöst 
werden. Dies kann zu einer ungleichen Verteilung der zirkulären Chromosomen führen (Bigot et al., 
2005; Liu et al., 1998). Sowohl eine dif-site als auch das System um die dif-site auf dem Chromosom zu 
identifizieren, werden bei einem linearen Chromosom nicht benötigt. Somit wird deutlich, dass die 




Anforderungen an lineare und zirkuläre Chromosomen durchaus unterschiedlich sein können. Ein 
System, welches von linearen und zirkulären Chromosomen verwendet werden sollte, ist das 
„NuĐleoid oĐĐlusioŶ“-System, welches die Zellteilung unterdrückt, solange die DNA-Replikation noch 
nicht abgeschlossen ist (Bernhardt and de Boer, 2005; Mannik et al., 2012). Das „NuĐleoid oĐĐlusioŶ“-
System besteht aus dem Protein SlmA (Selective lethal with mutation in Min system) und der 
zugehörigen Bindestelle (Bernhardt and de Boer, 2005). SlmA bindet überall auf dem Chromosom, 
jedoch nicht in der Terminationsregion (Cho et al., 2011; Tonthat et al., 2011). Erst wenn sich die 
Terminationsregion, die nicht von SlmA gebunden wird, in der Zellmitte befindet, kann die 
Einschnürung der Membran und somit die Zellteilung eingeleitet werden (Bernhardt and de Boer, 
2005; Tonthat et al., 2011). Für lineare und zirkuläre Chromosomen ist dieses System notwendig um 
Tochterzellen mit komplett replizierten Chromosomen zu erhalten. Gleiches gilt für Systeme, wie 
beispielsweise Chi-sites die von dem Helikase-Nuklease Komplex RecBCD erkannt werden und von 
hoher Bedeutung für die Doppelstrangbruch-Reparatur und homologe Rekombination sind 
(Chaudhury and Smith, 1984; Malone et al., 1978; Smith, 2012). Nach der DNA-Replikation müssen die 
Chromosomen auf die Tochterzellen verteilt werden, was als Segregation bezeichnet wird. In viele 
Bakterien wie auch in V. cholerae und C. crescentus werden die Chromosomen durch ein par-System, 
ein Partitionierungssystem, segregiert (Heidelberg et al., 2000; Mohl and Gober, 1997). In E. coli konnte 
kein par-System identifiziert werden. Wie die Segregation des E. coli Chromosoms erfolgt, ist noch 
nicht verstanden. Jedoch gibt es verschiedenen Modelle, die versuchen den Segregationsmechanismus 
unabhängig von einem Partitionierungssystem zu erklären (Di Ventura et al., 2013; Fisher et al., 2013; 
Jacob, 1963; Lemon and Grossman, 2001; Wang and Sherratt, 2010). Auch wenn der 
Segregationsmechanismus in E. coli noch nicht aufgeklärt ist, konnte bereits gezeigt werden, dass auch 
lineare Chromosomen in E. coli stabil vererbt und somit erfolgreich segregiert werden können (Cui et 
al., 2007; Liang et al., 2013). Theoretisch sollte es deshalb ebenfalls möglich sein 16 lineare 
Chromosomen in E. coli zu segregieren. Es muss jedoch beachtet werden, dass ein deutlicher 
Unterschied darin besteht, ein oder 16 Chromosomen zu replizieren und zu segregieren. Bisherige 
Studien konnten zeigen, dass ein zweites Replikon in E. coli stabil weitervererbt wird (Messerschmidt 
et al., 2015). Dieses war bei weitem keine triviale Aufgabe. Einen E. coli Stamm zu generieren, der die 
achtfache Anzahl an Chromosomen enthält, wäre demnach sehr ambitioniert.  
Aufgrund der sehr geringen Menge an bakteriellen Spezies, die lineare Chromosomen tragen, liegt es 
nah, dass ein evolutionärer Druck vorliegt, der die zirkuläre Organisation bakterieller Chromosomen 
begünstigt. Bakterien durchlaufen keine Meiose und führen horizontalen Gentransfer durch, zudem 
sind die Generationszeiten im Vergleich zu Eukaryoten sehr gering. Diese Faktoren könnten 
begründen, warum Eukaryoten lineare und Prokaryoten zirkuläre Chromosomen prozessieren. Gründe 




lineare Chromosomen in Bakterien zu limitieren, könnten mit den aufgezeigten Ansätzen der 
Synthetischen Biologie ganz nach dem Leitgedanken von Richard Feynman 
͞What I caŶŶot create, I do Ŷot uŶderstaŶd͞ 



















Eukaryoten und Prokaryoten unterscheiden sich in der Organisation ihrer Genome. Prokaryoten tragen 
mehrheitlich ein zirkuläres Chromosom, welches von einem Replikationsursprung repliziert wird. Das 
eukaryotische Genom hingegen umfasst mehrere lineare Chromosomen, die mehr als einen 
Replikationsursprung enthalten. In wie weit die prokaryotische Genomorganisation der 
eukaryotischen angepasst werden kann, ist eine spannende Frage, von deren Antwort grundlegende 
Konstruktionsregeln für die Entwicklung von synthetischen Chromosomen abgeleitet werden könnten. 
In der vorliegenden Arbeit wurden Escherichia coli Stämme mit multiplen Replikationsursprüngen und 
Chromosomen bezüglich ihrer DNA-Replikation untersucht und es wurde eine fluoreszenzbasierte 
Einzelzell-Methode designt und etabliert, die eine verbesserte „sigŶal to ďaĐkgƌouŶd ƌatio“ aufǁeist. 
Die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit können wie folgt zusammengefasst werden: 
I. E. coli toleriert einen zusätzlichen Replikationsursprung auf dem Chromosom, der aktiv repliziert. 
Dieser Ansatz funktioniert sowohl mit einer zusätzlichen Kopie von oriC, als auch mit oriII, dem 
Replikationsursprung des zweiten Chromosoms von V. cholerae. Es konnte gezeigt werden, dass eine 
verkürzte oriC-Sequenz, die keine DnaA-Box R4 enthält, nicht ausreichend für die DNA-Replikation auf 
dem nativen Chromosom ist. Wird oriII als extra Replikationsursprung eingesetzt, verläuft die DNA-
Replikation dysreguliert. Diese Dysregulation wird aufgehoben, sobald sich oriC und oriII nicht mehr 
auf dem gleichen Chromosom, sondern auf zwei unterschiedlichen Replikons befinden.  
II. Für das Design und die Assemblierung von DNA-Sequenzbibliotheken zur chromosomalen 
Integration in Bakterien wurde das Programm MARSeG (Motif Avoiding Randomized Sequence 
Generator) geschrieben und das MoClo-System optimiert. Mit dem Sequenzgenerator MARSeG, ist es 
möglich Sequenzen zu designen, die eine hohe Variabilität aufweisen und gleichzeitig bestimmte DNA-
Motive ausschließen. Das MoClo-System wurde optimiert um die Klonierungseffizienz zu erhöhen, 
Assemblierungen im Bibliotheken-Maßstab zu vereinfachen und eine Genomintegration assemblierter 
DNA-Fragmente einfacher zu gestalten. Mit Hilfe von MARSeG und den modifizierten MoClo-Vektoren 
konnte das Design und der Aufbau eines LacO/TetO hybrid FROS-Arrays effizient und schnell vollzogen 
werden.  
III. Es wurde eine neue Einzelzell-Methode etabliert mit der das Hintergrundsignal konventioneller 
FROS (Fluorescence Repressor Operator System) stark reduziert wird. Die neue Methode BiFCROS 
(Bimolecular Fluorescence complementation and Repressor Operator System) basiert auf Fusionen aus 
Repressoren und fragmentierten Fluoreszenzproteinen, die an ein hybrid FROS-Array binden, wodurch 
es durch Bimolekulare Fluoreszenzkomplementation zu einem Fluoreszenzsignal kommt. BiFCROS 




enthält im Vergleich zum konventionellen FROS eine deutlich verminderte Hintergrundfluoreszenz, 
weil nur Proteine fluoreszieren, die an das Operator-Array gebunden sind. Um zu analysieren, ob 
BiFCROS für die Kopienzahlbestimmung von Genloki eingesetzt werden könnte, wurde es in diese 
Richtung weiterentwickelt. Anhand der Fluoreszenzintensität der gesamten Zelle könnte Rückschluss 
auf die Kopienzahl des hybrid FROS-Arrays gezogen werden, weil diese mit Anstieg der Kopienzahl 
proportional zunehmen sollte.  
 
 






Eukaryotes and prokaryotes differ in the organization of their genomes. Most prokaryotes contain a 
single, circular chromosome that is replicated by one single replication origin. Contrary, eukaryotes 
possess multiple, linear chromosomes, which are replicated by more than one replication origin. 
Whether, and to what extent, Escherichia coli tolerates an eukaryotic genome organization is an 
exciting question whose answer could help to develope construction rules for synthetic chromosomes. 
This thesis presents DNA replication studies of E. coli strains with multiple-origins on the chromosome 
and an E. coli strain with two linear chromosomes. Additionally, a fluorescence-based single-cell 
method has been designed and established, which has an improved "signal to background ratio". The 
main results can be summarized as follows: 
I. E. coli tolerates additional replication origins on the native chromosome, which are able to initiate 
DNA replication. DNA replication activity of extra copies of oriC or oriII, the replication origin of the 
second chromosome of V. cholerae, could be verified. A shortened sequence of oriC, which does not 
contain DnaA box R4, is not sufficient to initiate DNA replication on the native chromosome. If oriII is 
used as additional replication origin, DNA replication shows dysregulated patterns, which are abolished 
if oriC and oriII locate on two different replicons within the cell.  
II. For design and assembly of DNA sequence libraries for chromosomal integration into bacteria the 
program MARSeG (Motif Avoiding Randomized Sequence Generator) was written and the modular 
cloning system MoClo was modified. MARSeG allows the design of sequences with a high variability 
and the simultaneous exclusion of certain motifs. MoClo has been optimized to increase cloning 
efficiency, to simplify assembly operations in library scale and to facilitate genomic integration of 
assembled DNA fragments. MARSeG and the modified MoClo vector were used to design and construct 
a LacO/TetO hybrid FROS array.  
III. A low background FROS (Fluorescence Repressor Operator System) was designed and established. 
The new method BiFCROS (Bimolecular Fluorescence complementation and Repressor Operator 
System) is based on fusions of repressor proteins with a split fluorescent protein, which bind to a hybrid 
FROS array resulting in fluorescence signals due to bimolecular fluorescence complementation. 
Background fluorescence is reduced, because only proteins that are bound to the hybrid FROS array 
fluoresce. In order to analyze whether BiFCROS could be used for copy number determination of gene 
loci, it was further developed in this direction. Thus, total cell fluorescence intensity should reveal the 
copy number of the hybrid FROS array, because it should increase proportionally with increasing copy 
number.  
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